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1.1 Überblick über Aufbau und Funktion der Niere im menschli-
chen Körper 
Umgeben von einer festen bindegewebigen Kapsel liegen die Nieren retroperitoneal beid-
seits der Wirbelsäule in einem atemverschieblichen Fasziensack. Betrachtet man das Or-
gan im Längsschnitt (Abb. 2), wird die Aufteilung in eine äußere hellere Rindenregion und 
die dunkler erscheinenden Markpyramiden deutlich.  
Das Nephron (Abb. 1) bildet die funktionelle 
Grundeinheit der Niere und besteht aus dem 
sog. „Nierenkörperchen“ und den „Nierenka-
nälchen“ oder „Tubuli“. Das 
Nierenkörperchen wird aus einem Kapillar-
knäuel, dem sog. „Glomerulus“, und der um-
gebenden Bowman-Kapsel gebildet, deren 
viszerales Blatt direkt dem Gefäßknäuel auf-
liegt. Endothel, Basallamina und Podozyten 
bilden die sog. „Blut-Harn-Schranke“, die für 
das Abfiltrieren von Wasser und gelösten 
Stoffen aus dem Blut (Ultrafiltration) zustän-
dig ist. Zwischen viszeralem und parietalem 
Blatt der Kapsel liegt der Kapselraum, der 
sich am Harnpol in das Tubulussystem der Nie-
re öffnet. Dieses besteht, wie in Abb. 1 darge-
stellt, aus dem proximalen, dem intermediären 
und dem distalen Tubulus. Jeweils der gerade Anteil des proximalen und distalen Tubulus 
(Pars recta) bildet mit dem Intermediärtubulus die sog. „Henle-Schleife“. Über 
Verbindungstubuli wird der Harn in die Sammelrohre und anschließend ins Nierenbecken-
kelchsystem und die ableitenden Harnwege abgeführt. 
 
Durch ihren speziellen Aufbau können die Nieren im menschlichen Körper vielfältige wich-
tige Aufgaben übernehmen: 
 
Mit 1200 ml pro Minute gehörten die Nieren zu den am stärksten durchbluteten Organen 
des menschlichen Körpers. Pro Tag filtrieren über 1 Mio. Nephrone ca. 40mal das gesam-
te Blutvolumen und sorgen durch die Bildung von Urin für die Ausscheidung von Fremd-
stoffen und Stoffwechselendprodukten (= harnpflichtige Substanzen) wie Ammoniak, 
Harnstoff, Harnsäure, Bilirubin und Kreatinin. Dieses entsteht als Abbauprodukt von 
Ausscheidungs- und Entgiftungsfunktion 
Abb. 1: Bau eines Nephrons 




Kreatinphosphat in den Muskelfasern und dient als wichtiger Retentionsparameter zur la-
bormedizinischen Einschätzung der Nierenfunktion. Zahlreiche im Urin bestimmte Parame-
ter werden bezogen auf die ausgeschiedene Kreatininmenge angegeben.  
 
Eine der zentralen Aufgaben der Niere besteht in der Konstanthaltung der Elektrolytkon-
zentration im Extrazellulärraum des Körpers. Durch Filtration in den Kapillarschlingen des 
Glomerulus wird zunächst der Primärharn gebildet, welcher in seiner Zusammensetzung 
dem Plasma ähnelt und alle dort vorhandenen Elektrolyte und niedermolekularen Stoffe 
enthält. Um diese wertvollen Ressourcen nicht über den Urin zu verlieren, werden sie ent-
lang des Tubulussystems nahezu vollständig rückresorbiert. Hauptresorptionsort ist der 
proximale Tubulus, welcher bereits 70% des filtrierten Natriumchlorids, nahezu alle Ami-
nosäuren und Proteine sowie annähernd die gesamte Menge an Glucose zurückgewinnt. 
Die Nieren kontrollieren somit durch Filtration und gezielte Rückresorption nicht nur die 
ausgeschiedene Wassermenge sondern auch die Zusammensetzung der Elektrolyte (v.a. 
Natrium, Kalium, Chlorid, Calcium, Magnesium und Phosphat) im Blutplasma und sorgen 
damit für eine konstante Osmolarität des Blutes von 290 - 300 mosm/l. Durch die Regula-
tion des Wasserhaushalts nehmen sie außerdem Einfluss auf die Größe des extrazellulä-
ren Flüssigkeitsvolumens und damit auf den systemischen Blutdruck. 
Kontrolle des Wasser- und Elekrolythaushaltes 
 
Durch die Ausscheidung oder Rückresorption von H+ bzw. HCO3-  tragen die Nieren we-
sentlich zur pH-Regulation im Körper bei. 
Steuerung des Säure-Base-Haushalts  
 
Die Niere ist über die Ausschüttung der Hormone Erythropoetin (EPO) und Thrombo-
poetin wesentlich an der Neubildung von Erythrozyten und Thrombozyten im Knochen-
mark beteiligt. Außerdem spielt sie eine wichtige Rolle bei der Synthese von Calcitriol aus 
Calcidiol und greift damit in den Calcium- und Phosphatstoffwechsel ein. Das in den Myo-
epithelzellen der Arteriola afferens gebildete Renin trägt zur Steuerung des Wasser- und 
Elektrolythaushalts und dadurch zur Blutdruckregulation bei. Es handelt sich dabei um ein 
proteolytisches Enzym, das durch Abspaltung eines Peptids das von der Leber gebildete 
Glykoprotein Angiotensinogen in Angiotensin I umwandelt. Dieses wird in der Lunge durch 
das sog. „angiotensin converting enzym“ (ACE) zu Angiotensin II konvertiert, welches 
schließlich durch Vasokonstriktion, gesteigerten Salzhunger und Durstgefühl zu einer Blut-
druckerhöhung führt. Außerdem stimuliert Angiotensin II die Ausschüttung des 
Mineralokortikoids Aldosteron aus der Nebenniere. Als Folge der Aldosteronwirkung 
kommt es durch eine Steigerung der Natriumrückresorption v. a. in den Sammelrohren der 
Nieren ebenfalls zu einem Blutdruckanstieg. Die renale Bildung von Prostaglandinen führt 
zur Vasodilatation v. a. im Nierenmark. 





In die Steuerung des Blutdrucks greift die Niere sowohl über das oben beschriebene 
Renin-Angiotensin-Aldosteron-System (RAAS) als auch über die Kontrolle der Ausschei-
dung und Rückresorption von Wasser und Natrium ein. Dabei sind ADH (antidiuretisches 
Hormon / Vasopressin) und ANP (atriales natriuretisches Peptid) als Mediatoren von Be-
deutung. 
Regulation des Blutdrucks  
 
Insgesamt werden pro Tag in den Glomeruli etwa 180 – 200 l Primärharn filtriert. Davon 
werden 99% der gelösten Stoffe und der Flüssigkeit im Tubulussystem der Niere wieder 
rückresorbiert und nur diejenigen Substanzen ausgeschieden, die tatsächlich eliminiert 
werden sollen. Eine entscheidende Rolle spielt hierbei der proximale Tubulus, dessen 




Abb. 2: Längsschnitt durch die rechte Niere von dorsal 




1.2 Der proximale Tubulus - wichtigster Ort der renalen   
        Rückresorption 
1.2.1 Aufbau 
Der proximale Tubulus (ø 50 – 60 μm) schließt sich als ers-
tes Stück des Tubulussystems am Harnpol direkt an den 
Innenraum der Bowman-Kapsel an und nimmt somit den im 
Glomerulus gefilterten Primärharn auf. 
Als längster Teil des Nephrons besteht er aus einer ge-
knäuelten „Pars convoluta“ in der Nierenrinde und einer ge-
streckten „Pars recta“, die je nach Nephronlage entweder in 
den Markstrahlen oder im Außenstreifen des äußeren Marks 
gelegen ist. Innerhalb des Innenstreifens findet man keine 
proximalen Tubulusabschnitte. Um eine hohe Resorptions-
leistung erbringen zu können, sind die Zellen zur Oberflä-
chenvergrößerung luminal mit einem dichten Bürstensaum 
ausgestattet (Abb.3), der diesen Nierenabschnitt von anderen Tubulussegmenten unter-
scheidet. Zwischen den basolateralen Invaginationen sind zahlreiche lange Mitochondrien 
angeordnet, die die Energiebereitstellung für den aktiven Transport gewährleisten. 
1.2.2 Transportprozesse im proximalen Tubulus 
Der proximale Tubulus gilt als Hauptresorptionsort für Wasser und gelöste Stoffe aus dem 
Glomerolusultrafiltrat. Pro Tag erreichen etwa 180 – 200 l Primärharn diesen Nierenab-
schnitt. Hier erfolgt die Rückresorption von ca. 60 – 70% des filtrierten Natriums und Kali-
ums, 50% des filtrierten Magnesiums, Calciums und Chlorids, 95% des Bikarbonats und 
etwa 80 - 90% des filtrierten Phosphats. Glucose und Aminosäuren werden zu 100% rück-
resorbiert, Wasser zu 60 – 70%. Hierbei spielen im Wesentlichen drei Transportmecha-
nismen eine Rolle: 
 
Unter primär-aktivem Transport versteht man einen Transportprozess, bei dem direkt ATP 
verbraucht wird. Das wichtigste Transportprotein ist dabei die ubiquitär vorkommende 
„Na+/K+-ATPase“. Mit der Energie aus der Spaltung eines ATP-Moleküls transportiert sie 3 
Na+-Ionen aus der Zelle hinaus und 2 K+-Ionen hinein. Dadurch wird ein Konzentrations-
gradient für Na+ aufgebaut, der die chemische Grundlage für alle sekundär-aktiven Trans-
portvorgänge in der Niere darstellt. Im proximalen Tubulus sind die „Na+/K+-ATPasen“ 
basolateral in direkter Nachbarschaft zu ihren Energielieferanten, den Mitochondrien, an-
geordnet. So kann das in der oxidativen Phosphorylierung produzierte ATP direkt für die 
Primär-aktiver Transport 
Abb. 3: Querschnitt durch 
den proximalen Tubulus  





Arbeit der Ionenpumpen verwendet werden. Der primär-aktive Transport durch die 
„Na+/K+-ATPase“ und der damit erzeugte Konzentrationsgradient für Na+ sind unbedingte 
Voraussetzungen für alle sekundär-aktiven Transportprozesse in der Niere. Eine Störung 
des primär-aktiven Transports z. B. aufgrund eines ATP-Mangels bei eingeschränkter 
Mitochondrienfunktion führt in der Folge auch zur Störung aller sekundär-aktiven Trans-
portvorgänge, wie es beim Fanconi-Syndrom der Fall ist. 
 
Sekundär-aktive Transportprozesse verbrauchen ATP nur indirekt, da sie Konzentrations-
gradienten als treibende Kraft benötigen, die vorher unter Energieaufwand aufgebaut wer-
den müssen. So werden im proximalen Tubulus eine Reihe von Substanzen mit Hilfe des 
durch die „Na+/K+-ATPase“ erzeugten Konzentrationsgradienten für Na+ (Plasma: 140 
mmol/l, Zelle: 10 mmol/l) rückresorbiert. Beispiele sind der „Na+/H+-Antiport“, über den indi-
rekt auch HCO3- wieder in die Zelle gelangen kann, sowie die Wiederaufnahme von Ami-
nosäuren und Glucose im Symport mit Na+. Andere Na+-Symporter sorgen für die Wieder-
aufnahme von Phosphat (HPO42-), Sulfat (SO42-) und Laktat. 
Sekundär-aktiver Transport 
 
Proteine, wie Albumin, das physiologischer Weise zu 1% filtriert wird, können über 
Endozytose wiederaufgenommen werden. Auch dieser Tranportvorgang ist stark energie-
abhängig, da das Verschmelzen der Vesikel mit der Plasmamembran ATP verbraucht. 
Aktiver Transport durch Endozytose 
 
Durch den aktiven Transport von Na+ und anderen gelösten Teilchen aus dem 
Tubuluslumen ins Interstitium entsteht ein osmotisches Gefälle, das durch das Nachströ-
men von Wasser sowohl transzellulär durch Aquaporine (AQP 1) als auch parazellulär 
ausgeglichen wird. Hierbei werden im Wasser gelöste Elektrolyte, wie Na+, K+, Cl-, Mg2+ 
und Ca2+, als sog. „solvent drag“ passiv mitgenommen. Der Aufbau von Konzentrations-
gradienten durch aktive Transportprozesse bildet somit auch die Grundlage für passive 
Resorptionsvorgänge v.a. von Wasser und Elektrolyten. 
Passiver Transport 
 
Da der proximale Tubulus den Hauptanteil der Rückresorption in der Niere leistet, sind 
Störungen in diesem Segment durch nachfolgende Tubulusabschnitte nur schwer zu kom-
pensieren. Grundsätzlich sind alle renalen Rückresorptionsmechanismen nur mit Hilfe von 
Energie möglich. Diese wird in Form von ATP durch die Mitochondrien der Tubuluszellen 







1.3 Mitochondrien – mehr als nur Energielieferanten der Zelle 
Mitochondrien (griech. mitos = Faden, chondros = Korn) sind die sog. „Kraftwerke“ der 
Zelle. Sie kommen in allen kernhaltigen Zellen vor, in besonders hoher Zahl jedoch in Zel-
len mit hohem Energieverbrauch wie Muskel-, Nerven-, Sinnes- und Eizellen sowie den 
Epithelzellen der Nierentubuli. Hier sind sie in Form eines „basolateralen Labyrinths“ zwi-
schen den basalen Invaginationen der Tubuluszellen angeordnet. Nach der sog. 
„Endosymbiontentheorie“ (griech. endo = innen, symbiosis = Zusammenleben) geht man 
davon aus, dass Mitochondrien aus einer Symbiose von aeroben Bakterien mit den Vor-
läufern der heutigen Eukaryonten hervorgegangen sind. Hinweise darauf sind der Besitz 
einer eigenen zirkulären doppelsträngigen DNA (mtDNA) aus ca. 16500 Basenpaaren 
(Clayton, 1992), eine eigene Proteinsynthese sowie das Vorhandensein einer bakterien-
ähnlichen inneren Membran, die sich deutlich vom Aufbau der äußeren Membran unter-
scheidet. Das mitochondriale Genom wird ausschließlich über die Mutter vererbt, da ledig-
lich die Mitochondrien der Eizelle weitergegeben werden, während vom Spermium nur die 
nukleäre DNA bei der Befruchtung in die Eizelle gelangt (Giles et al., 1980). Die Replikati-
on von Mitochondrien ist unabhängig von der der Zelle und kann an den jeweiligen Ener-
giebedarf der Zelle angepasst werden.  
1.3.1 Aufbau 
Mitochondrien sind längliche Zylinder mit einem 
Durchmesser von ca. 0,2 - 0,5 μm und einer Län-
ge von ca. 10 – 40 μm. Ihre Verteilung in der Zelle 
wird durch ihre Assoziation an die Mikrotubuli des 
zellulären Zytoskeletts bestimmt. Sie besitzen eine 
Doppelmembran, die das Organell in verschiede-
ne Kompartimente mit jeweils spezifischer Prote-
inausstattung und Funktion teilt. 
Die Außenmembran enthält neben Enzymen für 
die mitochondriale Lipidsynthese ein kanalbilden-
des Protein namens „Porin“, das Moleküle bis ca. 
5000 Da ungehindert ins Mitochondrium gelangen lässt.  
Die hochspezialisierte Innenmembran ist zur Oberflächenvergrößerung je nach 
Mitochondrientyp in sog. „Cristae“, „Tubuli“ oder „Sacculi“ gefaltet und enthält einen hohen 
Anteil an Cardiolipin, sodass sie für Ionen besonders undurchlässig ist. Dies ist wichtig, um 
einen elekrochemischen Protonengradienten über die Membran aufrechtzuerhalten, der 
die ATP-Synthese antreibt. Transportproteine sorgen für eine selektive Durchlässigkeit von 
Metaboliten, die von den Matrixenzymen gebraucht oder synthetisiert werden. In der In-
Abb. 4: Mitochondrien im Querschnitt: 
Transmissionselektronenmikroskopische 





nenmembran sitzen außerdem die Enzyme der Atmungskette, welche für die oxidative 
Phosphorylierung von Bedeutung sind. 
Im Intermembranraum befinden sich zahlreiche Enzyme (Kreatin-Kinase, Adenylat-
Kinase u.a.), die ATP durch Phosphorylierung aus ADP oder AMP herstellen bzw. andere 
Nukleoside und Nukleotide unter ATP-Verbrauch beispielsweise zu GTP, CTP oder UTP 
phosphorylieren, sodass diese wiederum als Energielieferanten und Enzym-Kofaktoren für 
eine Reihe zellulärer Stoffwechselprozesse zur Verfügung stehen. 
Hier sowie teilweise mit der Innenmembran assoziiert befindet sich auch das Hämprotein 
Cytochrom c, das als Elektronenüberträger im Rahmen der oxidativen Phosphorylierung 
der Atmungskette eine wichtige Rolle spielt. Bei Beschädigung der Außenmembran wird 
Cytochrom c ins Zytosol freigesetzt, wo es über eine Signalkaskade den programmierten 
Zelltod (Apoptose) auslöst.  
Die Mitochondrienmatrix enthält Enzyme für Citratzyklus, Oxidation von Pyruvat und 
Fettsäuren sowie für die Amplifizierung des mitochondrialen Genoms, welches sich ge-
nauso wie die mitochondrialen Ribosomen und tRNAs in der Matrix befindet.  
Spezifische Transportsysteme sind für den Stoffaustausch zwischen dem 
Intermembranraum und der mitochondrialen Matrix verantwortlich. 
1.3.2 Funktion 
Während ein Molekül Glucose in der anaeroben Glycolyse nur zwei ATP liefert, können 
durch die aerobe Verstoffwechslung ca. 30 ATP pro Molekül Glucose gewonnen werden. 
Energiegewinnung 
Hierzu wird das in der Glycolyse im Cytosol produzierte Pyruvat zusammen mit Fettsäu-
ren, die ebenfalls als Brennstoffe dienen, mit Hilfe des elektrochemischen Gradienten über 
die Mitochondrieninnenmembran transportiert und durch Matrixenzyme zu Acetyl-CoA 
abgebaut. Im Citratzyklus, der ebenfalls in der Mitochondrienmatrix stattfindet, werden die 
Acetylgruppen unter Erzeugung energiereicher Elektronen (e−) oxidiert, wobei als Redukti-
onsäquivalente NADH/H+ und FADH2 entstehen. Diese e− werden in der nun folgenden 
Atmungskette auf die entsprechenden Enzymkomplexe in der Innenmembran übertragen. 
Vier Multienzymkomplexe, die auch als Protonenpumpen fungieren, sind dabei für den 
mitochondrialen Elektronentransport verantwortlich: 
 
Komplex I : NADH-Ubichinon-Oxidoreduktase (NADH-Dehydrogenase) 
 
NADH/H+ + Ubiquinon (Q) + 4 H+ Matrix    NAD+ + Ubiquinol (QH2) + 4 H+ Intermembranraum 
 
Dieser Enzymkomplex benötigt flavinhaltige Nukleotide (FMN) sowie Eisen-Schwefel-
Zentren als prosthetische Gruppen. Pro oxidiertem NADH werden netto vier Protonen in 





Komplex II: Succinat-Ubichinon-Oxidoreduktase (Succinat-Dehydrogenase) 
 
Succinat + Ubiquinon (Q)                                                Fumarat + Ubiquinol (QH2) 
 
Der Komplex II der Atmungskette entspricht der Succinat-Dehydrogenase aus dem 
Citratcyclus. Als Koenzyme dienen FAD, 3 Eisen-Schwefel-Zentren und Häm b. Durch den 
Komplex II werden keine Protonen in den Intermembranraum gepumpt. Weitere e−-
Lieferanten mit FAD als Kofaktor sind die Acyl-CoA-Dehydrogenase aus der ß-Oxidation 
sowie die Glycerin-3-P-Dehydrogenase und andere mitochondriale Dehydrogenasen. 
 
Komplex III: Ubichinol-Cytochrom c-Oxidoreduktase (Cytochrom-c-Reduktase) 
 
Ubiquinol (QH2) + 2 Cyt cox + 2 H+Matrix      Ubiquinon (Q) + 2 Cyt cred + 4 H+Intermembranraum 
 
Der Komplex III transportiert insgesamt vier H+ pro oxidiertem Ubiquinon über die Innen-
membran. Als prosthetische Gruppen dienen drei Häm-Gruppen (Häm bL, Häm bH und 
Häm c) sowie ein Eisen-Schwefel-Zentrum (Rieske-Zentrum).  
 
Komplex IV: Cytochrom-c-Oxidase 
 
2 Cyt cred + ½ O2 + 4 H+Matrix                                        2 Cyt cox + H2O + 2 H+Intermembranraum 
 
Am Komplex IV wird Cytochrom c oxidiert und dabei ein Elektron auf den Komplex über-
tragen. Nach der sukzessiven Übertragung von vier e− kann ein gebundenes Sauerstoff-
molekül zu zwei Wassermolekülen (H2O) reduziert werden. Die dabei benötigten vier Pro-
tonen werden der Matrix entzogen. Bei der Reduktion von Sauerstoff zu Wasser wird 
Energie frei, die vom Enzym genutzt wird, um vier Protonen pro Sauerstoffmolekül (≙ 2 H+ 
pro ½ O2) von der Matrix über die innere Mitochondrienmembran in den 
Intermembranraum zu pumpen. Als prostethische Gruppen enthält die Cytochrom-c-
Oxidase zwei Häm a Moleküle (Häm a und Häm a3) und zwei Kupfer-Zentren (CuA und 
CuB). 
Durch die Verlagerung von H+ aus der Matrix in den Intermembranraum entsteht sowohl 
ein elektrischer (Membranpotential von 180 – 190 mV) als auch ein chemischer Gradient 
(pH Matrix > pH Cytosol), der H+ in die Matrix zurücktreibt und so als protonenmotorische 
Kraft wirkt. 
Durch das Zurückströmen der Protonen ins Mitochondrium wird Energie frei, die für den 
Antrieb der Rotationsbewegung des letzten Komplexes (Komplex V), der ATP-Synthase, 
genutzt werden kann (Hatefi, 1985). Somit wird die elektrochemische Energie des Proto-







Komplex V: ATP-Synthase (F1/Fo-ATPase) 
 
 ADP  +  Pi        ATP  +  H2O 
 
Der Komplex V der mitochondrialen Atmungskette, 
der schließlich ATP synthetisiert, besteht aus zwei 
Teilen: Der Fo-Teil bildet einen Protonen-Kanal durch 
die innere Mitochondrienmembran, durch den die H+ 
entlang ihres elektrochemischen Gradienten wieder in 
die Mitochondrien zurückfließen. Die F1-Einheit syn-
thetisiert ATP aus ADP und anorganischem Phosphat. 
Ihre γ-Untereinheit rotiert mit dem Fo-Teil und regelt so 
den Zustandswechsel der drei katalytischen Zentren 
von F1 zwischen „loose“ (ATP und Pi gebunden), 
„tight“ (ATP-Synthese) und „open“ (ATP-Freisetzung). 
Damit ist die Funktion des Protonengradienten nicht in 
erster Linie die ATP-Bildung, sondern die Freisetzung 









Abb. 6: Schematische Darstellung der fünf Komplexe der oxidativen Phosphorylierung  
Der Elektronentransport über die ersten vier Komplexe der Atmungskette erfolgt über die mobilen Substrate 
Ubichinon (Q/QH2) und Cytochrom c (C). Pro oxidiertem NADH werden 10 Protonen, pro oxidiertem Succinat 6 
Protonen über die Membran gepumpt. Die ATP-Synthase benötigt rechnerisch 3 Protonen zur Synthese von 
einem ATP. Zusätzlich wird jeweils ein Proton für den Transport von ADP, Pi und ATP verbraucht. 
(Löffler, Biochemie und Pathobiochemie, Springer, 2007)
Abb. 5: Aufbau der ATP-Synthase: 
Der Fo-Teil besteht aus 9 sog. c-
Untereinheiten und bildet einen regu-
lierten Protonenkanal durch die In-
nenmembran. Der F1-Teil ist für die 
ATP-Synthese verantwortlich.  





Beim Abbau von Fettsäuren im Rahmen der β-Oxidation sind die Mitochondrien v.a. für die 
Oxidation kurzer (< C8), mittlerer (C8 – C12) und langer (C14 – C20) unverzweigter Fettsäu-
ren zuständig. Die Verstoffwechslung sehr langer (> C20) und verzweigter Fettsäuren findet 
in den Peroxisomen statt (Hashimoto, 1999; Wanders et al., 2001). 
Mitochondriale β-Oxidation von Fettsäuren 
 
Die Funktion der Mitochondrien reicht weit über die alleinige Energieproduktion hinaus. So 
spielen sie z.B. eine wichtige Rolle bei der Kontrolle der intrazellulären Calcium-
Homöostase und der Generierung aber auch Eliminierung freier Sauerstoffradikale. Außer-
dem greifen sie wesentlich in die Regulation von Zellproliferation und Apoptose ein 
(Duchen, 2004a; Mayer and Oberbauer, 2003). Die Tatsache, dass die Proteinausstattung 
der Organellen zwischen den einzelnen Geweben variiert, legt nahe, dass den Mitochond-
rien unterschiedliche Funktionen in unterschiedlichen Geweben zukommen (Hall and 
Unwin, 2007). 
Weitere mitochondriale Funktionen 
1.3.3 Proteinsynthese und – import 
Mitochondrien werden als semiautonom bezeichnet. Ihr Genom kodiert selbst nur einen 
kleinen Teil der vom Mitochondrium benötigten Proteine (Schrader et al., 2007). So kon-
trollieren beim Menschen 37 mitochondriale Gene die Synthese von 13 der ca. 100 
Polypeptide der Atmungskette (Niaudet, 1998). Die restlichen der 1500 verschiedenen 
mitochondrialen Proteine des Menschen werden im Kerngenom kodiert und müssen über 
komplexe Mechanismen ins Mitochondrium importiert werden. Mitochondriale Präproteine 
haben dafür N-terminale Signalsequenzen, deren gemeinsames Merkmal die Faltung in 
Form einer amphipathischen α-Helix mit positiv geladenen Aminosäureresten auf der ei-
nen und vorwiegend ungeladenen, hydrophoben Resten auf der anderen Seite ist 
(Wiedemann et al., 2004). Diese Sekundärstruktur und nicht allein die Abfolge bestimmter 
Aminosäuren wird von spezifischen Rezeptorproteinen erkannt, welche daraufhin die Ein-
schleusung des Proteins einleiten. Die Proteintranslokation wird dabei von 3 Multiprotein-
komplexen vermittelt: Der TOM-Komplex (translocase of the outer membrane) bringt Pro-
teine über die Außenmembran, die beiden TIM-Komplexe (translocase of the inner memb-
rane) sind für den Transport über die innere Mitochondrienmembran zuständig. 
Insgesamt sind in der Literatur bisher etwa 50 Erkrankungen beschrieben, die durch eine 
defekte Mitochondrienfunktion hervorgerufen werden (Zeviani and Di Donato, 2004). 
Ein fehlerhafter Import von Proteinen ins Mitochondrium, wie es auch bei der Primären 
Hyperoxalurie Typ I der Fall ist, kann Ursache schwerwiegender Erkrankungen sein 
(Danpure, 2006). Auch bei der Entstehung der von Prof. R. Kleta entdeckten dominant 
vererbten Form des Fanconi-Syndroms könnte dieses sog. „Maltargeting“ eines mutierten 




CoA–Hydratase/3–Hydroxyacyl–CoA–Dehydrogenase untersucht, ein Protein, welches 
physiologischerweise in den Peroxisomen lokalisiert ist und dort als bifunktionales Enzym 




Peroxisomen (syn. microbodies) sind kleine (Ø = 200 - 500 nm), mit einer einfachen 
Membran umhüllte Vesikel, die in allen eukaryotischen Zellen vorkommen. Sie replizieren 
sich selbst durch Wachstum und Teilung schon vorhandener Peroxisomen, wobei 
Membranproteine und notwendige Lipide im Cytosol gefertigt und importiert werden müs-
sen, da diese Zellorganellen weder eigene DNA noch Ribosomen besitzen.  
1.4.2 Funktion 
Beim Menschen kommen den Peroxisomen drei wichtige Funktionen zu: 
 
Peroxisomen spielen eine wichtige Rolle bei vielfältigen Entgiftungsprozessen und sind 
essentiell bei der Bewältigung von oxidativem Stress. In ihnen befinden sich eine Reihe 
von Enzymen (ca. 60 Monooxygenasen und Oxidasen), die den oxidativen Abbau von 
Entgiftung  
Fettsäuren, Alkohol und anderen schädlichen Verbindungen katalysieren (Hawkins et al., 
2007; Schrader et al., 2007). Dabei spalten sie Wasserstoffatome von verschiedenen Sub-
straten ab und binden sie an molekularen Sauerstoff (O2). Als Reaktionsprodukt entsteht 
Wasserstoffperoxid (H2O2). 
 
RH2 + O2  R + H2O2 
 
Dieses äußerst reaktive Zellgift wird schließlich von der namensgebenden Peroxidase 
verwendet, um andere Substrate, darunter Phenole, Alkohole, Formaldehyd und Ameisen-
säure, im Zuge einer „peroxidativen Reaktion“ zu oxidieren. 
 
R’H2 + H2O2   R’ + 2 H2O 
 
Diese Oxidationsreaktionen sind besonders in Leber und Niere im Rahmen der Elimination 
giftiger Verbindungen von Bedeutung. Eine zweite Möglichkeit zur Entgiftung von H2O2 
besteht in der Umsetzung durch das Enzym Katalase. Dieses katalysiert eine Dispropor-
tionierungsreaktion von Wasserstoffperoxid zu Wasser und Sauerstoff:  
 







Fettsäuren werden in Mitochondrien und Peroxisomen physiologischerweise im Rahmen 
der β-Oxidation (s.u.) abgebaut. Die α-Oxidation ist ein alternativer Abbaumechanismus 
für Fettsäuren, falls die β-Oxidation aufgrund einer Methylgruppe am Cβ nicht möglich ist. 
Alternativ wird dann das Cα-Atom oxidiert (Wierzbicki, 2007). 
Abbau von Fettsäuren in Rahmen der α- und β-Oxidation 
 
Peroxisomen katalysieren wichtige Schritte in der Synthese von Plasmalogenen. Dabei 
handelt es sich um Phospholipide, die zu 80 – 90% die Myelinscheiden von Nervenzellen 
bilden. Defekte führen zu schwerwiegenden neurologischen Krankheitsbildern wie z.B. der 
x-chromosomal-rezessiv vererbten Adrenoleukodystrophie (Faust et al., 2010). 
Biosynthese von Plasmalogenen 
 
1.4.3 Proteinimport 
Alle notwendigen Proteine, die das Peroxisom für seine Arbeit benötigt, müssen aus dem 
Cytosol importiert werden. Der Mechanismus ist bisher noch nicht gänzlich verstanden. 
Man geht aber davon aus, dass Signalsequenzen von 3 Aminosäuren, meist Serin-Lysin-
Leucin, am Carboxyterminus (Hawkins et al., 2007) von einem löslichen Rezeptorprotein 
im Cytosol erkannt werden und über Andockproteine ins Peroxisom gelangen. Dabei spie-
len mindestens 23 verschiedene Proteine, sog. „Peroxine“, als Komponenten des Erken-
nungs- und / oder Transportsystems eine Rolle. Im Gegensatz zu den meisten anderen 
Importmechanismen von Proteinen - z.B. in das endoplasmatische Retikulum oder die 
Mitochondrien - müssen die Proteine für den Import jedoch nicht entfaltet werden, sondern 
können in oligomerisiertem Zustand, d.h. in ihrer Tertiär- oder sogar Quartärstruktur in die 
Peroxisomen gelangen. Funktionsstörungen im Proteinimportsystem können zu verschie-
denen Erkrankungen führen wie z.B. dem Zellweger-Syndrom (autosomal-rezessiv) oder 





1.5 EHHADH und seine Rolle in der ß-Oxidation 
EHHADH steht für Enoyl–CoA–Hydratase/3–Hydroxyacyl–CoA–Dehydrogenase und be-
zeichnet ein bifunktionales Enzym, das zwei aufeinanderfolgende Reaktionen beim Abbau 
von Fettsäuren im Rahmen der peroxisomalen ß-Oxidation katalysiert.  
Fettsäuren, die über die Nahrung aufgenommen werden, können nach Bildung eines 
energiereichen Thioesters durch die Acyl-CoA-Synthetase in die ß–Oxidation eintreten. 
Dabei werden sie in einem sich immer wiederholenden Kreislauf aus vier Reaktionsschrit-
ten (Abb. 7) jeweils am C-3-Atom (Cß-Atom) oxidiert, bis sie vollständig zu Acetyl-CoA ab-
gebaut sind. Ungeradzahlige Fettsäuren, bei welchen im letzten Durchlauf Propionyl-CoA 
ensteht, werden nach Carboxylierung zu Methylmalonyl-CoA und Umlagerung zu Succinyl-




Abb. 7: Abbau geradzahliger Fettsäuren durch β -Oxidation: Schematische Darstellung der sich immer 





Bei der peroxisomalen ß-Oxidation unterscheidet man grundsätzlich zwei Systeme 
(Tab.1): Das L-spezifische System verwendet v.a. unverzweigte Acyl-CoA-Moleküle als 
Substrate und kann durch PPAR (Peroxisomen-Proliferator-Aktivator-Rezeptor) – Ligan-
den induziert werden. Das D-spezifische System, das 2-Methyl-verzweigte Acyl-CoA-
Moleküle und ungesättigte Fettsäuren abbaut, ist dagegen nicht induzierbar (Reddy and 
Hashimoto, 2001; Wanders et al., 2001; Hashimoto, 1999; Reddy and Mannaerts, 1994; 
Baumgart et al., 1996).  
 
Reaktionsschritt L-spezifisches System D-spezifisches System 
I  : Dehydrierung Acyl-CoA-Oxidase (AOX) Verzweigt Ketten Acyl-CoA-Oxidase 




IV: Thiolyse 3-Ketoacyl-CoA-Thiolase sterol carrier protein x (SCPx) 
 
Tab. 1: Darstellung der beiden peroxisomalen ß-Oxidationssysteme im Vergleich 
 
Das erste Enzym im klassischen L-Oxidationssystem ist die Acyl-CoA-Oxidase (AOX) oder 
auch Acyl-CoA-Dehydrogenase, die eine Doppelbindung zwischen dem C2- und C3-Atom 
der Fettsäuren herstellt und im Gegenzug FAD zu FADH2 reduziert. Während bei der 
mitochondrialen ß-Oxidation zwei verschiedene Enzyme für die Reaktionsschritte 2 und 3 
zuständig sind, werden sie im L-System der Peroxisomen vom selben Enzym katalysiert, 
der Enoyl–CoA–Hydratase/3–Hydroxyacyl–CoA–Dehydrogenase (EHHADH) oder auch L-
PBE (L-peroxisomal bifunctional enzyme). Untersuchungen an Ratten haben ergeben, 
dass die Enoyl-CoA-Hydratase-Aktivität am N-terminalen Ende, die 3-Hydroxyacyl-CoA-
Dehydrogenase-Aktivität am C-Terminus des 77 000 Da großen Proteins liegt (Ishii et al., 
1987). 
Das Gen, das für EHHADH kodiert, besteht aus 31 Kilobasen - sieben Exons getrennt 
durch sechs Introns (Ishii et al., 1987) – und ist auf Chromosom 3q27 lokalisiert. Hoefler et 
al. beschrieben 1994 zum ersten Mal die vollständige Sequenz der dazugehörigen cDNA, 
die sich über 3779 Nukeotide erstreckt. Mit Hilfe der Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung 
konnten sie den Genlocus für EHHADH auf Chromosom 3q26.3-q28 festlegen (Hoefler et 
al., 1994). Qi et al. konnten schließlich 1999 eine entsprechende L-PBE-Knockoutmaus (L-
PBE-/--Maus) generieren, auf deren Konstruktion im Teil „Material und Methoden“ näher 
eingegangen wird (Qi et al., 1999). Die Tatsache, dass bei der L-PBE-/--Maus keinerlei 
phänotypische Auffälligkeiten auftraten, lässt vermuten, dass bei einem Fehlen von L-PBE 
dieser ß-Oxidationsschritt vom D-System übernommen werden kann. Bei einer kompletten 
Unterbrechung der peroxisomalen ß-Oxidation durch das Ausschalten beider Gene, so-
wohl für L- als auch für D-PBE kam es zu schweren Erkrankungen der Mäuse wie Wachs-
tumsretardierung, Untergewicht, microvaskulärer Steatose und einer erhöhten postnatalen 




Prof. Robert Kleta vom Institut für Nephrologie am University College London entdeckte 
eine N-terminale Mutation im Gen des EHHADH-Enzymkomplexes, welche für eine bisher 
unbekannte Form des dominant vererbten renalen Fanconi-Syndroms verantwortlich sein 
könnte. Es handelt sich dabei um den Austausch von Guanin gegen Adenin an Position 7, 
was auf Proteinebene einem Austausch der negativ geladenen Aminosäure Glutamat 
(GAG) gegen das positiv geladene Lysin (AAG) an Position 3 entspricht. 
 
1.6 Das Fanconi-Syndrom – Klinik, Formen, Ursachen 
Bereits Anfang der 30er Jahre beschrieben de Toni, Debré und der Schweizer Kinderarzt 
Guido Fanconi (1892 – 1979) unabhängig voneinander mehrere Kinder mit der Sympto-
menkonstellation Rachitis, Hypophosphatämie und Glukosurie (De Toni G., 1933; Debré 
R. et al., 1934; Fanconi G., 1936). 1943 verwendete McCune zum ersten Mal den Begriff 
„Fanconi-Syndrom“ (McCune DJ et al., 1943) für diese Erkrankung, welche generell eine 
Funktionsstörung des proximalen Tubulus beschreibt und durch eine Vielzahl renaler 
Symptome in unterschiedlicher Kombination und Ausprägung charakterisiert ist. Zu den 
häufigsten gehören Glukosurie, Hypophosphatämie und Aminoazidurie, daneben 
Hyperkalziurie, Urikosurie, Proteinurie (v.a. Leichtkettenproteinurie), eine verminderte 
Konzentrationsfähigkeit der Niere sowie der Verlust von Bikarbonat, Kalium, Natrium und 
Carnitin. Eine volle Ausprägung aller Symptome konnte in einer klinischen Studie von 
Tolaymat und Sakarcan 1992 nur bei drei von 21 Mitgliedern einer Familie mit Fanconi-
Syndrom beobachtet werden (Tolaymat et al., 1992).  
1.6.1 Klinische Manifestation 
Während die vermehrte Ausscheidung von Glucose und 
Aminosäuren zu keinen wesentlichen klinischen Er-
scheinungen führt, ist die verminderte tubuläre Rückre-
sorption von anorganischem Phosphat und die daraus 
resultierende Hypophosphatämie mitverantwortlich für 
oft massive Skelettveränderungen bei den Patienten 
(Abb. 8). Durch eine Entmineralisierung der Knochen 
kommt es bei Kindern zu Minderwuchs, Frakturen und 
Vitamin-D-resistenter Rachitis. Erwachsene leiden unter 
Osteoporose und Osteomalazie. Die inadäquate Rück-
resorption von Calcium und eine verminderte Aufnahme 
von aktivem Vitamin D (Clarke et al., 1995) spielen hier-
bei ebenfalls eine wichtige Rolle (Bando et al., 2009). 
Ferner wurden bei einer groß angelegten Studie von 
Abb. 8: Skelettveränderungen einer 





Tolaymat und Sakarcan 1991 bei Familien mit autosomal-dominantem Fanconi-Syndrom 
neben Rachitis und Osteomalazie vor allem Dehydratation, Polyurie und Polydipsie, un-
spezifisches Fieber sowie das Auftreten einer metabolischen Azidose als häufigste klini-
sche Manifestationsformen festgestellt (Tolaymat et al., 1992). Ähnliche Symptome konn-
ten auch in früher durchgeführten klinischen Studien zum Fanconi-Syndrom beobachtet 
werden (BEN ISHAY et al., 1961; Friedman et al., 1978; Patrick et al., 1981; Wen et al., 
1989). Schwerwiegende Komplikationen wie terminale Niereninsuffizienz, Dehydratation 
und Elektrolytstörungen sind v.a. bei der nephropathischen Zystinose häufig und oft le-
bensbedrohlich (Nesterova and Gahl, 2008). 
1.6.2 Angeborenes Fanconi-Syndrom 
Das Fanconi-Syndrom kann autosomal-dominant, autosomal-rezessiv oder x-
chromosomal (Tolaymat et al., 1992; Monnens and Levtchenko, 2008) auftreten. Eine Zu-
sammenfassung der verschiedenen genetischen Ursachen zeigt Tabelle 2. 
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Leigh Syndrom mit 
Fanconi Symptomatik  
Verschiedene Alle Komplexe der At-
mungskette (I – V) 
#256000  
 
Tab. 2: Die häufigsten genetischen Ursachen des renalen Fanconi-Syndroms 
 
Die autosomal-dominante Form ist selten und bisher nur in 6 Familien beschrieben 
(Tolaymat et al., 1992). Ein Gendefekt liegt dabei auf Chr. 15q15.3 wie Lichter-Konecki et 
al. 2001 zeigen konnten (Lichter-Konecki et al., 2001). Tolaymat untersuchte 1992 eine 
weitere afroamerikanische Familie mit dominant vererbtem Fanconi-Syndrom mit 39 Mit-
gliedern in 3 Generationen bezüglich ihrer klinischen Symptomatik (Tolaymat et al., 1992). 
Diese Familie wurde von Prof. Robert Kleta vom Institut für Nephrologie am University 
College London erneut mit Hilfe von DNA-Kopplungsanalysen untersucht, wobei er auf die 








Das Fanconi-Syndrom des infantilen Typs wird autosomal-rezessiv vererbt, kann jedoch 
auch sporadisch auftreten. Außerdem kann es sekundär bei einer Reihe autosomal-
rezessiv vererbter Stoffwechselerkrankungen zum renalen Fanconi-Syndrom kommen. 
Autosomal-rezessiv 
Die nephropatische Zystinose ist dabei mit einer Inzidenz von 1:100 000 die häufigste Ur-
sache des genetisch bedingten Fanconi-Syndroms (Nesterova et al., 2008). Town et al. 
fanden 1998 11 verschiedenen Mutationen im CTNS-Gen, das für das lysosomale 
Membranprotein Zystinosin kodiert (Town et al., 1998). Durch eine Störung des 
Zystintransports von den Lysosomen ins Zytoplasma kommt es in der Folge zur Anreiche-
rung von Zystin besonders in Niere, Cornea, Bindehaut, Leber, Milz, Lymphknoten und 
Knochenmark. Die Akkumulation von Zystin in den Zellen der proximalen Tubuli führt 
schließlich zum Fanconi-Syndrom (Baum, 1998; Gahl et al., 2002). Weitere autosomal-
rezessiv vererbte Erkrankungen, die mit einem Fanconi-Syndrom einhergehen, sind in 
Tab.2 aufgeführt, u. a. auch das Fanconi-Bickel-Syndrom, bei dem ein Defekt im 
Glucosetransporter GLUT 2 zu einer hepatorenalen Akkumulation von Glykogen und als 
Folge dessen zum Auftreten eines Fanconi-Syndroms führt (Santer et al., 1998). 
 
Zu den X-chromosomal-rezessiven Erkrankungen mit Fanconi-Syndrom zählen das 
Okulozerebrorenale Syndrom (Lowe-Syndrom) und die sog. Dent-Erkrankung (Tab. 2).  
X- chromosomal-rezessiv 
Beide können durch eine Veränderung des OCRL1-Gens bedingt sein, das für eine 
Lipidphosphatase kodiert, welche Phosphatidylinositol-4,5-Bisphosphat hydrolysiert (Cui et 
al., 2010). Die Dent-Erkrankung kann auch durch eine Mutation des Chloridkanals CLCN5 
hervorgerufen werden. Neben neurologischen Auffälligkeiten kommt es zur Dysfunktion 
des proximalen Tubulus (Bockenhauer et al., 2008) und anderen renalen Symptomen wie 
Leichtkettenproteinurie, Hyperkalziurie, Nephrokalzinose, Nephrolithiasis und schließlich 
zur terminalen Niereninsuffizienz (Cho et al., 2008; Ludwig et al., 2006). 
 
Pathologien der Mitochondrien und der mitochondrialen Atmungskette, deren reibungslose 
Funktion für die Energiebereitstellung der Zelle essentiell ist, können eine Reihe von ver-
schiedenen Störungen in vielen Organen und Geweben zur Folge haben (Debray et al., 
2008; von Kleist-Retzow et al., 2003; Niaudet, 1998). Besonders betroffen sind dabei Ge-
webe mit einem hohen Bedarf an aerober Energiegewinnung, wie das zentrale Nervensys-
tem (DiMauro et al., 1990), die Skelett- und Herzmuskulatur (Petty et al., 1986) und nicht 
zuletzt die proximalen Tubuli der Niere (Wang et al., 2000). Das Toni-Debré-Fanconi-
Syndrom stellt die häufigste renale Manifestationsform mitochondrialer Zytopathien dar 
(Niaudet, 1998). Der ATP-Verbrauch des proximalen Tubulus ist transportbedingt sehr 
hoch und wird zu mehr als 95% durch oxidative Phosphorylierung gedeckt (Epstein, 1997; 





Energieverbrauch nahe am Kapazitätslimit der ATP-Bereitstellung liegt und eine Stimulie-
rung des epithelialen Na+-Transports zu einem schnellen Abfall der intrazellulären ATP-
Vorräte führt (Beck et al., 1991). Somit ist es nicht verwunderlich, dass eine Störung der 
Mitochondrienfunktion zu einem renalen Verlust wichtiger Substanzen wie Glucose, Ami-
nosäuren, Proteine, Elektrolyte und Wasser führt, wie es für das De-Toni-Debré-Fanconi-
Syndrom charakteristisch ist (Debray et al., 2008; Niaudet, 1998). Die Störung kann dabei 
sowohl durch eine Mutation der mitochondrialen DNA als auch durch Defekte von Enzym-
komplexen der Atmungskette oder eine Reihe anderer verschiedener Ursachen bedingt 
sein. 
In Nierenbiopsien zeigten sich histologisch nur unspezifische Abnormalitäten des 
Tubulusepithels wie Entdifferenzierung und Atrophie. Jedoch konnte man bei der elektro-
nenmikroskopischen Untersuchung des Gewebes als Zeichen der mitochondrialen 
Zytopathie regelmäßig viele abnorme, oft übergroße Riesenmitochondrien beobachten (Au 
et al., 2007; Niaudet and Rotig, 1997; Niaudet, 1998). Für eine mitochondriale Funktions-
störung bei Patienten mit Fanconi-Syndrom spricht außerdem das Vorliegen einer 
Laktatazidose sowie die häufig auftretende Kombination der renalen Symptome mit Mus-
kelschwäche oder neurologischen Auffälligkeiten, wie sie bei Mitochondriendefekten ty-
pisch sind (Wang et al., 2000; Buemi et al., 1997). 
 
1.6.3 Erworbenes Fanconi-Syndrom 
Eine Schädigung des proximalen Tubulus der Niere im Sinne eines Faconi-Syndroms 
kann nicht nur genetisch bedingt sein, sondern auch im Rahmen verschiedener erworbe-
ner Erkrankungen bzw. durch Einfluss von Medikamenten oder Toxinen entstehen 
(Izzedine et al., 2003):  
 
• Nierenerkrankungen, z.B. akute tubuläre Nekrose, Abstoßungsreaktion nach Nieren-
transplantation 
Erworbene Erkrankungen mit Fanconi-Syndrom 
• Maligne Erkrankungen, z.B. Multiples Myelom 
• Autoimmumerkrankungen, z.B. Sjögren Syndrom 
• Virusinfektionen, z.B. HIV 
• Stoffwechselerkrankungen, z.B. Hyperparathyreoidismus 
 
• Chemotherapeutika: Ifosfamid, Cis- / Carboplatin, Azacitidin, Suramin, Mercaptopurin 
Medikamenten-induziertes Fanconi-Syndrom 
• Antibiotika: Tetracycline, Aminoglycoside  
• Antikonvulsiva: Valproinsäure  
• Antiretrovirale Medikamente: Didanosin, Cidofovir, Adefovir; Tenofovir (Irizarry-




Ritonavir und Ribavirin ist eine Mitochondrienschädigung beschrieben, die ebenfalls 
zur Entwicklung eines Fanconi-Syndroms führen könnte (Nelson et al., 2008).  
• H2-Blocker: Ranitidin 
• Fumarsäure (Psoriasisbehandlung) 
 
• Schwermetallintoxikation (Quecksilber, Blei, Cadmium, Uran)  
Andere Toxine, die ein Fanconi-Syndrom verursachen können 
• chronischer Alkoholabusus 
• Klebstoff schnüffeln 





Die zugrunde liegenden Ursachen für das Auftreten eines renalen Fanconi-Syndroms sind 
vielfältig und immer noch Gegenstand der Forschung.  
Ein neuer Ansatzpunkt ergab sich mit der Entdeckung einer N-terminalen Mutation im 
EHHADH-Gen durch Prof. Robert Kleta vom Institut für Nephrologie am University College 
London. Bei der genetischen Untersuchung einer bereits 1991 durch Tolaymat et. al. kli-
nisch beschriebenen afroamerikanischen Familie mit dominant vererbtem Fanconi-
Syndrom (Tolaymat et al., 1992) konnte die Mutation im EHHADH-Gen mittels Kopplungs-
analysen bei allen Erkrankten, nicht jedoch bei gesunden Familienmitgliedern und auch 
nicht bei weiteren 200 gesunden Probanden nachgewiesen werden. Bisher bekannte Ur-
sachen für das Auftreten eines Fanconi-Syndroms wurden im Vorfeld ausgeschlossen. Die 
Patienten zeigten phänotypisch Rachitis als Leitsymptom sowie Glucosurie, Proteinurie 
(Leichtkettenproteinurie), Aminoazidurie und Phosphaturie als charakteristische Verände-




Abb. 9: Stammbaum der afroamerikanischen Familie mit dominant vererbtem Fanconi-Syndrom:  
Die mittels DNA-Kopplungsanalysen untersuchten Patienten sind mit „DNA“ gekennzeichnet, Patienten 1 und 
2 waren bei Durchführung der Untersuchung bereits verstorben.  
 
EHHADH (Enoyl-CoA-Hydratase/3-Hydroxyacyl-CoA-Dehydrogenase) bezeichnet ein 
bifunktionales Enzym der β-Oxidation, welches physiologischerweise in den Peroxisomen 
der Zelle lokalisiert ist.  
Ziel dieser Arbeit war die Untersuchung des Pathomechnismus, durch welchen die N-
terminale Mutation dieses Proteins zur Entstehung eines Fanconi-Syndroms führt.  
Dazu wurde mittels immunhistochemischer Färbungen zunächst die physiologische Ver-




PBE+/+)- Mäusen sowie in der humanen Niere untersucht. Ferner wurde ein Zusammen-
hang zwischen der Lokalisation von EHHADH in der Niere und dem beim Fanconi-
Syndrom betroffenen Nierenabschnitt, dem proximalen Tubulus, hergestellt. 
Mit Hilfe einer Online-Software wurde ermittelt, dass die Mutation zu einer Fehllokalisation 
des normalerweise in den Peroxisomen ansässigen EHHADHs in die Mitochondrien führt. 
Deshalb wurde in einem nächsten Schritt die intrazelluläre Lokalisation des Wildtyp-
Proteins (EHHADHwt) und der mutierten Form (EHHADHmut) an transient transfizierten Zel-
len untersucht. 
Mit Hilfe der Elektronenmikroskopie wurden die mit EHHADHmut transfizierten Zellen bzgl. 
morphologischer Veränderungen v.a. der Mitochondrien analysiert. 
Die Analyse von Aminosäuren und verschiedener Metabolite des Energiestoffwechsels in 
Urinproben von L-PBE-/--, L-PBE+/+-, und heterozygoten L-PBE+/--Mäusen wurde durchge-
führt, um zu klären, ob bereits das Fehlen von EHHADH zu faconisyndromtypischen Ver-
änderungen der Nierenfunktion insbesondere Aminoazidurie oder Glucosurie führt. 
Ziel dieser Arbeit war es somit, erste Anhaltspunkte für die Erklärung des 
Pathomechanismus zu liefern, durch welchen die von Prof. Kleta entdeckte Mutation zur 
Funktionsstörung des proximalen Nierentubulus und damit zur phänotypischen Ausbildung 
eines Fanconi-Syndroms führt. Der Schwerpunkt lag dabei auf der grundlegenden Charak-
terisierung des peroxisomalen Proteins hinsichtlich seiner Lokalisation in der Niere sowie 
dem Nachweis des vermuteten „Maltargetings“ von EHHADHmut in die Mitochondrien. 
Mitochondriale Defekte, wie sie durch ein Maltargeting von EHHADHmut entstehen könn-
ten, sind als Ursachen anderer Formen des Fanconi-Syndroms bereits vielfach beschrie-
ben (Wang et al., 2000; Niaudet, 1998; Niaudet et al., 1994; Debray et al., 2008). 
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Augenschere (und weitere chirurgische 
Instrumente) 
FST, Bad Oeynhausen, D 
Autoklav Tuttnauer 2540ELC, biomedis GmbH, Gie-
ßen, D 
Brutschrank Heraeus Instruments, Osteode, D 
Gasmischanlage für Isofluran-Verdampfer MFI Föhr Medical Instruments GmbH, 
Seeheim, D 
Hämatokritzentrifuge Biofuge haemo, Heraeus Instruments, 
Osteode, D 
Invertmikroskop Axiovert 200, Zeiss, Jena, D 
Isofluran-Verdampfer Vapor 19.3, Dragerwerk AG, Lübeck, D 
Kaffeemaschine Master 5000, Solis, CH 
Kamera AxioCam MRm, Zeiss, Jena, D 
konfokales Mikroskop LSM 510, Zeiss, Jena, D 
Kryostat Leica CM3050 S, Wetzlar, D 
Mikroliterzentrifuge Hettich, Tuttlingen, D 
Mikrotiterplatten-Photometer TECAN Sunrise, Tecan Trading AG, CH 
Rollerpumpe Ismatec SA., Zürich, CH 
Thermomixer 5436 Eppendorf GmbH, Hamburg, D 
Stereo-Mikroskop (OP-Platz) Stemi SV6, Zeiss, Jena, D 
UV-Meter Genova, Jenway, Essex, E 
Vortex Genie™ Scientific Industries, Inc., Bohemia, N.Y. 
USA 
Wärmeplatte für Operationen Dr. J. Barhanin, Nizza, F 
Wärmeschrank Modell 300, Memmert, Schwabach, D 
Wasserbad Modell W13, Haake, Karlsruhe, D 
Zentrifuge ZK 364 Hermle, Wehingen, D 
3.1.2 Verbrauchsmaterial 
Produkt Hersteller 
Glasdeckplättchen für Zellfärbungen Hartenstein, Würzburg, D 
Glycergel mounting medium, fluoreszen-
zfrei 
DakoCytomation, Dakato North America 
Inc., Carpinteria, USA 
heparinisierte Mikro-Hämatokrit-Kapillaren Brand GmbH + CO KG, Wertheim, D 
Latex-Handschuhe Kimberly-Clark, Roswell, USA 
Mikrotiterplatten Nuclon Surface, Nunc A/S, Roskilde, DK 
PE-Schlauch (Katheter) Benno Kummer, Freiburg, D 
Petrischalen Nuclon Surface, Nunc A/S, Roskilde, DK 
Polysin Objektträger Kindler, Freiburg, D 
Superfrost® Plus Objektträger Menzel GmbH & Co. KG, Braunschweig, D 
Tissue Tek, Einbett- Medium Sakura Finetek Europe B.V., Zoeterwoude, 






2-Methylbutan  Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, D 
Agarose AppliChem, Darmstadt, D 
BSA (Albumin from bovine serum) Sigma, Taufkirchen, D 
CaCl2 Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, D 
EDTA Sigma, Taufkirchen, D 
EGTA Sigma, Taufkirchen, D 
Ethanol J. T. Baker, Deventer, NL 
Ethidiumbromid Roth, Karlsruhe, D 
Glucose Merck, Darmstadt, D 
Heparin-Lösung Liquemin N 25000, 5 ml, Roche, Mannheim, 
D 
HEPES AppliChem, Darmstadt, D 
Isofluran Baxter Deutschland GmbH, Unterschleiß-
heim, D 
Isopropanol Merck, Darmstadt, D 
isotone Natriumchloridlösung 0,9% B. Braun Melsungen AG, Melsungen, D 
K2HPO4 Merck, Darmstadt, D 
Kreatinin Sigma, Taufkirchen, D 
KH2PO4*3H2O Merck, Darmstadt, D 
MgCl2*6H2O Merck, Darmstadt, D 
Na2HPO4*2H2O Merck, Darmstadt, D 
NaCl Merck, Darmstadt, D 
Natriumcitrat- Dihydrat Merck, Darmstadt, D 
NH4Ac (Ammoniumacetat) Merck, Darmstadt, D 
Paraformaldehyd Merck, Darmstadt, D 
Proteinkinase K Sigma, Taufkirchen, D 
REDTaq™ReadyMix™PCR Reaction Mix Sigma, Taufkirchen, D 
Saccharose Merck, Darmstadt, D 
SDS (Dodecylsulfat Natriumsalz) Merck, Darmstadt, D 
TAE (Tris – Acetat- EDTA) – Puffer AppliChem, Darmstadt, D 
TRIS HCl (Trizma® hydrochloride) Sigma, Taufkirchen, D 
Triton X-100 Sigma, Taufkirchen, D 
Trypsin-EDTA-Lösung (10x), Flüssig 0,5% Trypsin, 5,3 mM EDTA, Gibco Cell 
Culture Systems - Invitrogen, Karlsruhe, D 
Xylol Merck, Darmstadt, D 
Zitronensäure- Monohydrat Sigma, Taufkirchen, D 
3.1.4 Zellkultur 
Bovines Fibronectin Biochrome AG, Berlin, D 
Collagen type I Sigma, Taufkirchen, D 
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DPBS Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
FCS (Fötales Rinderserum) Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
FuGENE® Transfektionsreagenz Roche, Mannheim, D 
L-Glutamin, 200 mM (100x), Flüssig Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
Lipofectamine ™ 2000, 
Transfektionsreagenz 
Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
MEM alpha Zellmedium Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
MitoTracker® Orange Invitrogen, Eugene, Oregon USA 
Na-Pyruvat, 100 mM Lösung Sigma, Taufkirchen, D 
Opti MEM Zellmedium Gibco Cell Culture Systems - Invitrogen, 
Karlsruhe, D 
Penicillin-Streptomycin-Lösung, flüssig 1000 I.E./ml Pen G, 10000 µg/ml Strep.-
Sulfat, Gibco Cell Culture Systems - Invitro-
gen, Karlsruhe, D 
3.1.5 Plasmide 
Plasmid Vektor Länge 
hEHHADHwt 
hEHHADHmut 
pGFP C1 8528 bps zirkuläre DNA 
hEHHADHwt 
hEHHADHmut 
pIres CD8 8951 bps zirkuläre DNA 
mEHHADHwt 
mEHHADHmut 
pIres CD8 7309 bps zirkuläre DNA 
3.1.6 Oligonukleotide 
Alle Oligonukleotide wurden von Invitrogen, Karlsruhe, D hergestellt. 
Gen Primer Sequenz Annealing-T Amplikon 
L- PBE+/+ sense GAGCTGGCCTTGGGCTGTCACTA 70° 
70° 
1855 bp 
 antisense TAGAAGCTGCGTTCCTCTTGCACCA 
L- PBE-/-  sense TGAATGAACTGCAGGACGAGG 64° 
61° 
460 bp 
 antisense CCACAGTCGATGAATCCAGAA 
3.1.7 Antikörper 
Bezeichnung Art Verd. Hersteller 
Anti-RNG (hEHHADH) 
rabbit polyclonal IgG 
Epitop: RNGLQKASLDHTVRAI 
Prim.-Ak 1:  500 Davids Biotechnologie 
GmbH, Regensburg, D 
Anti-EPS (hEHHADH) 
rabbit polyclonal IgG 
Epitop: EPSDYLRRLVAQGSPPLK 




GmbH, Regensburg, D 
    
Alexa Fluor® 488 goat anti-rabbit Sek.-Ak 1:400 Invitrogen, Karlsruhe, D 
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Alexa Fluor® 647 donkey anti-rabbit Sek.-Ak 1:400 Invitrogen, Karlsruhe, D 
Cy3 goat anti rabbit Sek.-Ak 1:400 Invitrogen, Karlsruhe, D 
HOE33342 (Stockkonz.: 5x10-4 M) kein Ak 1:400 Invitrogen, Karlsruhe, D 
3.1.8 Puffer und Lösungen 
Bezeichnung Inhaltsstoffe Menge 
Fixierlösung I, pH 7,4 EGTA 1 mM 
 K2HPO4 15 mM 
 MgCl2 2 mM 
 NaCl 90 mM 
 Paraformaldehyd 3% 
 Saccharose 100 mM 
 Aqua dest.  
   
Fixierlösung II, pH 7,4 EGTA 1 mM 
 K2HPO4 15 mM 
 MgCl2 2 mM 
 NaCl 90 mM 
 Paraformaldehyd 1% 
 Saccharose 17% 
 in Aqua dest.  
   
PBS-Puffer, pH 7,4 KH2PO4 1,8 mM 
 Na2HPO4 10,3 mM 
 NaCl 137 mM 
 in Aqua dest.  
   
Citratpuffer, pH 6 Natriumcitrat-Dihydrat 2,059 g 
 Zitronensäure-Monohydrat 0,317 g 
 in Aqua dest. ad 1000 ml 
   
Block-Lösung, pH 7,4 BSA 5% 
 Triton X-100 0,04% 
 in PBS-Puffer  
   
 
  
Ak-Verdünnungslösung, pH 7,4 BSA 0,5% 
 Triton X-100 0,04% 
 in PBS-Puffer  
   
TRIS EDTA (TE) TRIS HCl pH 7,6 10 mM 
 EDTA pH 8,0 1 mM 
   
Tail Buffer EDTA 0,1 M 
 SDS 0,5% 
 TRIS HCl pH 8,0 50 mM 
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CHO-/ COS-Zellmedium MEM alpha Medium  
 FCS 20% 
 Penicillin / Streptomycin 0,5% 
 Na- Pyruvat 1% 
 L- Glutamin 1% 
   
HEK–Zellmedium MEM alpha Medium  
 FCS 10% 




Bovine Fibronectin (1 mg/ml) 1% 
Kollagen Typ I (1 mg/ml) 1% 
Penicillin- Streptomycin- Lsg. 1% 
in DPBS - Lösung  
3.1.9 Software 
Produkt Hersteller 
AxioVision LE Rel. 4.5 Carl Zeiss Vision GmbH, Jena 
ImageJ V1.37c Wayne Rasband, NIH, USA 
Metamorph V6.2r2 Molecular Devices Corporation, Downing-
town, PA , USA 
Zeiss LSM Image Browser V3,5,0,376 Carl Zeiss GmbH, Jena 
 




3.2.1 Immunhistochemische Färbungen von Nierengewebe 
Unter Immunhistochemie versteht man den Nachweis antigener Komponenten in Zellen 
und Gewebeschnitten durch Antikörper (Ak), die mit Fluoreszenzfarbstoffen, Enzymen, 
Goldpartikeln oder Isotopen gekoppelt sind. Bei der indirekten Immunfluoreszenzfärbung 
bindet zunächst der primäre, unkonjugierte Antikörper (Primär-Ak) an das Antigen im Ge-
webeschnitt. Anschließend werden die Schnitte mit einem zweiten, fluoreszierenden Anti-
körper (Sekundär-Ak), der gegen den Fc-Teil des primären Antikörpers gerichtet ist, 
inkubiert. Dadurch wird der Antigen-Antikörper-Komplex detektierbar, wenn eine Anregung 
des Fluorophors mit Licht entsprechender Wellenlänge erfolgt. 
In dieser Arbeit wurden für die Färbungen sowohl Gewebeschnitte von Versuchstieren (L-
PBE+/+- / L-PBE-/--Mäuse) als auch humanes Nierengewebe verwendet. 
3.2.1.1 Antiköperfärbungen auf Nierengewebe von L-PBE+/+- und L-PBE-/--Mäusen 
a) Modell der L-PBE-Knockout (L-PBE-/-)-Maus 
Die für diese Arbeit verwendeten L-PBE-/--Mäuse wurden über die Methode der homologen 
Rekombination hergestellt (Qi et al., 1999). 
Das Konstrukt für die Generierung des L-PBE-/--Mausmodells ist in Abb. 10 dargestellt. 
Dieses wurde in BK4 embryonale Stammzellen (ES) eingebracht. Nach Selektion mit 
Ganciclovir und Geneticin (G 418) und Analyse im Southern-Blot-Verfahren konnten zwei 
positive ES-Klone in dreieinhalb Tage alte C57BL/6J-Blastozysten injiziert und diese in 
scheinschwangere CBAF1-Mäuse transferriert werden. Die daraus resultierenden Chimäre 
wurden mit C57BL/6J-Mäusen gepaart und die Genübertragung mittels Fellfarbe und Sou-
thern-Blot festgestellt. Durch Kreuzung F1-heterozygoter Geschwister erhielt man schließ-
lich homozygote L-PBE-/--Mäuse. Trotz des Genverlusts zeigten sich keinerlei Abnormalitä-
ten in Wachstum, Morphologie oder Fertilität (Qi et al., 1999).  
 





Abb. 10: Generierung des L-PBE-/--Genkonstrukts: Schematische Darstellung des murinen L-PBE-Gens, 
des „targeting Vektors“ und der Rekombinante. Dargestellt sind die Exone 2-5 als schwarze Kästchen, sowie 
die Restriktionsschnittstellen und die Angriffsorte der Primer (P1 – P4) für die Polymerasekettenreaktion. 
Ebenfalls markiert sind die Hybridisierungsorte der Proben 1 und 2 für die Southern-Blot-Analysen. (Qi et al., 
1999) 
 
Sowohl L-PBE-/-- als auch die entsprechenden genetisch nicht modifizierten Kontrolltiere 
(L-PBE+/+) wurden nach dem geltenden Tierschutzgesetz gehalten. Die Mäuse hatten ei-
nen 12 Stunden-Hell-Dunkel-Rhythmus und erhielten speziesspezifische Standarddiät und 
Leitungswasser ad libitum. L-PBE+/+- und L-PBE-/-- Mäuse wurden unter gleichen Bedin-
gungen in offener Tierhaltung gehalten. 
b) Genotypisierung 
Um nach Verpaarung heterozygoter Eltern, die für die Experimente verwendeten homozy-
goten Versuchstiere zu identifizieren, wurden die Mäuse genotypisiert.  
Dafür wurde genomische DNA aus Schwanzbiopsien gewonnen und diese nach Vervielfäl-
tigung mittels PCR durch Agarosegelelektrophorese der Größe nach aufgetrennt. Bei 
homozygoten Wildtypmäusen (L-PBE+/+) ergab sich eine Bande bei 1,85 kb, was der Grö-
ße des Wildtypallels entspricht, bei homozygoten L-PBE-/--Mäusen entsprechend des 
Knockout-Allels eine Bande bei 0,46 kb. Heterozygote Mäuse (L-PBE+/-) wiesen beide 
Banden auf. 
3. Material und Methoden 
32 
 
Zur Präparation der genomischen DNA wurde ein ca. 0,3 cm langes Schwanzstück der 
Mäuse mit 300 μl „Tail Buffer“ und 1 μl Proteinase K versetzt und über Nacht bei 55°C 
verdaut. Am nächsten Tag wurden 100 μl 7,5 M Ammoniumacetat und 600 μl Isopropanol 
zugegeben und das Gemisch 20 min bei -20°C gefällt. Nach zehnminütigem Zentrifugieren 
konnte nun der Überstand verworfen und das verbleibende Pellet mit 1 ml 70%igem Etha-
nol gewaschen werden. Nun wurde erneut für 10 min zentrifugiert und das Pellet nach 
Verwerfen des Überstandes an der Luft getrocknet und anschließend in 80 μl Tris -EDTA 
aufgenommen. Zum vollständigen Lösen des Pellets wurde das Cup zwei bis drei Stunden 
bei 55°C in den Thermomixer gestellt. Der PCR-Ansatz enthielt:  
 
Für das Wildtyp-Allel:  
• 2 μl DNA 
• 10 μl REDTaq™ PCR Reaction Mix von Sigma, bestehend aus 20 mM Tris-HCl pH 8,3 
mit 100 mM KCl, 3 mM MgCl2, 0,002% Gelatine, Stabilisatoren, 0,4 mM dNTP (dATP, 
dCTP, dGTP, dTTP) und 0,06 unit/ μl Taq DNA Polymerase 
• 1 μl Primer L-PBE+/+ sense (10 μM) 
• 1 μl Primer L-PBE+/+ antisense (10 μM) 
• 6 μl H2O 
 
Für das Knockout-Allel: 
• 2 μl DNA 
• 10 μl REDTaq™ PCR Reaction Mix 
• 1 μl Primer L-PBE-/- sense (10 μM) 
• 1 μl Primer L-PBE-/- antisense (10 μM) 
• 6 μl H2O 
 
Die DNA wurde nun in der anschließenden PCR mit folgendem Programm amplifiziert: 
 
Wildtyp–PCR: 
94°C/ 3 min 
94°C/ 30 sec 
66°C/ 30 sec  30 Zyklen 




94°C/ 3 min 
94°C/ 30 sec 
59°C/ 30 sec  30 Zyklen 
72°C/ 30 sec 
4°C 
Nach der anschließenden Agarosegelelektrophorese, bei der die amplifizierten DNA-
Stücke der Größe nach aufgetrennt wurden, konnten die jeweiligen Banden für das L-
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PBE+/+- (1,85 kb) bzw. L-PBE-/-–Allel (0,46 kb) abgelesen werden und so der Genotyp der 
Mäuse bestimmt werden.  
c) Gewebefixierung durch retrograde arterielle Perfusion 
Um Gewebe der Versuchstiere für histologische Färbungen verwenden zu können, wurde 
als erstes eine Fixierung mit Paraformaldehyd durchgeführt. Diese führt zur Ausbildung 
von Querverbindungen zwischen den Eiweißmolekülen und damit zur Stabilisierung der 
Strukturen. Autokatalytische Vorgänge werden verhindert und die Zellstruktur bleibt da-
durch in einem möglichst natürlichen Zustand erhalten. Außerdem wird durch die Härtung 
des Probenmaterials eine bessere Schneidbarkeit erzielt.  
Dafür wurden sowohl L-PBE-/-- als auch L-PBE+/+-Mäuse durch Inhalationsanästhesie mit 
Isofluran (2,5% Isofluran in einem Gasgemisch aus 50% Sauerstoff und 50% Stickstoff mit 
einem Fluss von 60 ml/min) narkotisiert. Nach Öffnen des Abdomens und Freilegen der 
Bauchaorta wurde die Aorta unterhalb der Abgänge der Arteriae renales abgeklemmt. 
Proximal der Klemme wurde ein Perfusionskatheter eingeführt, über den anschließend 
nach Entfernen der Klemme zunächst 10 ml isotone NaCl-Lösung mit 10 I.E./ml Heparin 
zur Entfernung des Blutes und Verhinderung der Blutgerinnung und danach Fixierlösung I 
(3% Paraformaldehyd in gepufferter Salzlösung) mit einem konstanten Fluss von 15 
ml/min über eine Rollerpumpe retrograd infundiert wurde.  
Als Abfluss für das Perfusat wurde die Vena cava inferior durch einen Schnitt geöffnet. 
Die fixierten Organe, in diesem Fall die Nieren, wurden anschließend entfernt und wie im 
nächsten Punkt beschrieben für die Anfertigung von Kryoschnitten vorbereitet. 
d) Vorbereitung und Anfertigung der Kryopräparate 
Um die Organe später für die Anfertigung von Gefrierschnitten zu verwenden, wurden die 
herausgenommenen perfundierten Mausnieren über Nacht bei 4°C in einer PBS-basierten 
Lösung inkubiert, die 1% Paraformaldehyd und 17% Saccharose enthielt (Fixierlösung II). 
Danach wurden die Organe schonend in -35°C kaltem 2-Methylbutan eingefroren, da bei 
zu raschem Abkühlen Risse entstehen können, und anschließend bei -80°C bis zur weite-
ren Verarbeitung gelagert. Vor dem Schneiden wurden die Gewebestücke mittels Einbet-
tung in Tissue Tek auf dem Objekthalter des Kryostaten fixiert. Bei einer Kammertempera-
tur von -27°C konnten nun 5 µm dicke Schnitte der Nieren angefertigt werden, die nach 
Aufziehen auf Polysin-Objektträger für etwa 20 min bei Raumtemperatur (RT) getrocknet 
und für die anschließenden Färbungen für ca. 5 min in PBS getaucht wurden, um das 
wasserlösliche Tissue Tek-Medium zu entfernen.  
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e) Immunhistochemische Färbung der Kryopräparate 
Zur Epitop-Demaskierung wurden die Nierenschnitte zuerst in 0,1%iger SDS-Lösung (in 
PBS) 5 min inkubiert und anschließend zweimal mit PBS-Puffer 5 min lang gewaschen. 
Um unspezifische Bindungen der Antikörper abzuschwächen, folgte sodann eine Behand-
lung mit einer Block-Lösung (5% BSA in PBS + 0,04% Triton X-100) für 15 min und an-
schließend ein erneuter Waschvorgang mit PBS-Puffer (5 min). Sowohl Primär- als auch 
Sekundär-Ak wurden mit PBS-Lösung verdünnt, die 0,5% BSA und 0,04% Triton X-100 
enthielt (Ak-Verdünnungslösung). Dieses Detergens bewirkt eine Permeabilisierung der 
Zellmembranen im Gewebe und erleichtert die Diffusion der Antikörper zu intrazellulären 
Zielstrukturen. Die Inkubation mit der Primär-Ak-haltigen Lösung (Anti-EPS 1:2000) erfolg-
te über Nacht bei 4°C in einer feuchten, geschlossenen Kammer. Nachdem die Schnitte 
zweimal 5 min in PBS gewaschen wurden, wurden sie am nächsten Tag für 1 h bei RT 
unter Lichtausschluss mit dem Sekundär-Ak „Cy3 goat anti rabbit“ in einer Verdünnung 
von 1:400 inkubiert. Um die Zellkerne sichtbar zu machen, wurde der Farbstoff HOE 
33342, ebenfalls 1:400 verdünnt, zugefügt, der an adenin- und thymidinreiche Sequenzen 
bindet und somit spezifisch DNA im Zellkern anfärbt. Nach abschließendem Waschen (5 
min in PBS) und kurzem Eintauchen in Aqua dest. wurden die Objektträger mit Hilfe von 
fluoreszenzfreiem Glycergel mit Deckgläsern versehen. 
3.2.1.2 Antikörperfärbungen von humanem Nierengewebe 
Für die Immunfluoreszenzfärbung von humanem Nierengewebe wurde in Paraffin einge-
bettetes Archivmaterial verwendet. Die 5 μm dicken Paraffinschnitte wurden zum 
„entparaffinieren“ zuerst jeweils zweimal 12 min in Xylol und in absteigender Konzentrati-
on in Ethanol (100%, 95%, 80%, 70%) eingelegt und anschließend mit PBS gewaschen. 
Zur Epitopdemaskierung folgte eine Inkubation mit Citratpuffer bei 95° C und anschlie-
ßend ein erneuter Waschvorgang mit PBS. Nachdem die humanen Gewebeschnitte zur 
Abschwächung unspezifischer Bindungen 10 min mit der Blocklösung (5% BSA in PBS + 
0,04% Triton X-100) behandelt worden waren, konnten sie über Nacht mit dem Primär-Ak 
Anti-EPS (1:500) inkubiert werden. Die nachfolgende Behandlung mit Sekundär-Ak und 
das Versehen mit Deckgläsern erfolgte analog zur Färbung der Kryoschnitte (siehe 
3.2.1.1 e). 




3.2.2.1 Verwendete Zelllinien 
In dieser Arbeit wurden für die Experimente mit EHHADH als Zellmodelle HEK-, CHO- 
und COS-7-Zellen verwendet. 
HEK steht für "Human Embryonic Kidney"-Zellen. Die HEK-Zelllinie wird auch als HEK-
293 bezeichnet. Es handelt sich dabei um eine seit Ende der 1970er Jahre bestehende 
humane Zelllinie, die als Transformationsprodukt einer menschlichen embryonalen Nie-
renzelle mit DNA-Teilen des menschlichen Adenovirus 5 geschaffen wurde. Spezifisch 
wurden 4,5 Kilobasen des viralen Genoms in das Erbgut der Nierenzelle eingebaut. HEK-
293 sind Epithelzellen, welche adhärent wachsen und gut in serumfreiem Medium kulti-
viert werden können. 
CHO (Chinese hamster ovary)-Zellen sind Zellen aus den Ovarien chinesischer Hamster. 
Sie wurden Anfang der 1960er Jahre als eine entwicklungsfähige Epithelzelllinie in die 
Forschung eingeführt und enthalten zwei weibliche X-Chromosomen. 
Bei den COS-7-Zellen handelt es sich um fibroblastische Zellen, die ursprünglich aus der 
Niere grüner Meerkatzen (Cercopithecus aethiops) stammen. Dabei steht COS für 
„Cercopithecus aethiops, origin-defective SV-40“. 
3.2.2.2 Transfektion 
a) Plasmide 
Um ein Plasmid mit humanem EHHADH (hEHHADH) zu erhalten, wurde die kodierende 
Sequenz des Proteins mit Hilfe der Restriktionsenzyme EcoRI und Bam HI an Position 
940 bis 4760 in den Vektor pIRES CD8 umkloniert. Der insgesamt 8951 bps lange Vektor 
enthielt neben den Genen für IRES (5116 – 5701) und CD8 (5712 – 6419) als weitere 
Gene das CMV- (232 – 820), IVS- (4792 – 5087) und Ampicillin-Gen (7954 – 8714).  
Bei der Mutante (hEHHADHmut) ist im Vergleich zur Wildtyp-Sequenz (hEHHADHwt) an 
Position 7 ein Guanin gegen ein Adenin ausgetauscht, was auf Proteinebene einen Aus-
tausch der negativ geladenen Aminosäure Glutamat (GAG) an Position 3 gegen das posi-
tiv geladene Lysin (AAG) bedeutet. Dies entspricht der von Prof. Kleta entdeckten Mutati-
on, die bei Patienten mit dominant vererbtem Fanconi-Syndrom gefunden wurde. 
Für die Antikörpertestungen an transfizierten Zellen wurde ein anderer Vekor verwendet, 
der neben der Sequenz des humanen EHHADH in Wildtyp- bzw. mutierter Form auch die 
Gensequenz für ein grün fluoreszierendes Protein (green fluorescence protein = GFP) 
von Postion 613 bis 1407 enthält. So ergibt sich ein fluoreszierendes Fusionsprotein, das 
durch Anregung mit Licht bestimmter Wellenlänge im Fluoreszenzmikroskop sichtbar ge-
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macht werden kann. Außerdem beinhaltet der pGFP-C1-Vektor das Gen für pCMV und 
Kanamycin. 
Das Plasmid mit mausspezifischem EHHADH (mEHHADH) wurde über Amplifizierung 
von cDNA aus der Leber, Klonierung in pBSK und Umklonierung in pIRES CD8 mit Hilfe 
von NotI gewonnen und umfasst 7309bps (mEHHADH von 919 bis 3105). Der Vektor ent-
spricht dem des humanen Plasmids, enthält jedoch noch eine Poly A–Sequenz von Posi-




Abb. 11: Darstellung der verwendeten Plasmide: hEHHADHwt in pIRES CD8 (A), hEHHADHwt in pGFP C1 
(B) und mEHHADHwt in pIRES CD8 (C) 
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Für die Experimente am Zellmodell wurden grundsätzlich zwei verschiedenen 
Transfektionsprotokolle angewandt: 
b) Transfektion von CHO- bzw. COS7-Zellen mit Fugene (Transfektionsprotokoll I) 
Vor der Transfektion wurden die Zellen zunächst „gesplittet“, d. h. auf verschiedene Scha-
len aufgeteilt. Dazu wurden sie kurz mit 10 ml DPBS gewaschen und danach zum Ablö-
sen vom Schalenboden 10 min mit Trypsin-EDTA bei 37°C im Brutschrank inkubiert. An-
schließend konnten sie auf mehrere kleine Schälchen mit jeweils 2 ml Medium überführt 
werden. In die Petrischalen wurde zuvor ein herausnehmbares Glasplättchen eingelegt, 
auf dem die Zellen bei einer dreistündigen Inkubation im Brutschrank anwachsen konnten.  
Die Transfektionslösung für eine Schale enthielt 100 μl MEM alpha Medium und 3 μl 
Fugene der Firma Roche. Diese wurde zunächst 5 min und nach Zugabe von 1 μg 
Plasmid DNA weitere 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. 
Erst dann wurden jeweils 100 μl der fertigen Transfektionslösung auf die Zellen gegeben 
und durch leichtes Kippen der Schälchen im Medium verteilt. Nach zwei Tagen im Brut-
schrank konnten die Zellen für die Immunfluoreszenzfärbungen weiterverwendet werden. 
c) Transfektion von HEK-Zellen mit Lipofectamine (Transfektionsprotokoll II) 
Für die Transfektion von HEK-Zellen wurden runde Glasplättchen mit einem speziellen 
„Coating Medium“ beschichtet, damit sich die Zellen im nachfolgenden Färbevorgang 
nicht so leicht vom Untergrund ablösten. Diese Plättchen wurden in kleine Petrischalen 
gelegt, in denen später die HEK-Zellen transfiziert werden sollten. 
Die Zellen wurden zum „Splitten“ mit 10 ml DPBS gewaschen und mit Hilfe von Trypsin-
EDTA vom Schalenboden gelöst. Anschließend erfolgte die Überführung in 4 ml HEK-
Medium. Um die Zellen von Trypsin zu befreien, wurden sie bei 1000 upm 3 min zentrifu-
giert. Der Überstand wurde abgesaugt und das Pellet in 4 ml HEK-Medium resuspendiert. 
Diese Zellsuspension wurde nun auf die gecoateten Glasplättchen in den mit 2 ml HEK-
Medium gefüllten Schalen gegeben und diese über Nacht im Brutschrank gelagert.  
Die Transfektion erfolgte, sobald die Zellen eine Konfluenz von 70% aufwiesen. Dafür 
wurden 2 μg des jeweiligen Plasmids und die doppelte Menge an Lipofectamine (4 μg) in 
jeweils 500 μl Opti MEM Medium 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach dem 
Zusammenpipettieren beider Lösungen erfolgte eine erneute Inkubation des Gemisches 
für 20 min bei Raumtemperatur. Nun wurden die Zellen aus dem Brutschrank genommen, 
das Medium abgesaugt und jeweils 1000 μl der Transfektionslösung auf die Schälchen 
verteilt. Nach weiteren 3 Stunden im Brutschrank wurde das Medium wieder gegen einfa-
ches HEK-Zellmedium ersetzt. Die Zellen wurden jeweils am Folgetag gefärbt. 
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3.2.2.3 Immunfluoreszenzfärbungen transfizierter Zellen 
Um die Mitochondrien sichtbar zu machen wurden die transfizierten Zellen vor der Fär-
bung zuerst 30 min mit MitoTracker® Orange (1:10000 bzw. 1:5000) im jeweiligen Medi-
um bei 37°C im Brutschrank inkubiert. Das floureszierende Reagenz lagert sich in die 
Mitochondrienmembran vitaler Zellen ein und emittiert bei Anregung mit Licht von etwa 
554 nm floureszierendes Licht mit einer Wellenlänge von ca. 576 nm. 
Vor und nach der darauffolgenden 30minütigen Fixierung mit Paraformaldehyd (3% in 
PBS) wurden die Zellen jeweils 5 min mit 1 ml Ringerlösung gewaschen. Danach erfolgte 
die Epitopdemaskierung mit 1 ml SDS (0,1% in PBS) für 5 min. Nach erneutem Waschen 
mit 1 ml Ringerlösung konnte nun die Inkubation mit Anti-EPS als Primärantikörper erfol-
gen. Dazu wurde eine 1:1000 verdünnte Antikörperlösung (in PBS + 0,04% Triton) auf die 
Zellen gegeben und diese für 1 h bei Raumtemperatur inkubiert. Vor und nach der Fär-
bung mit Sekundärantikörper (Alexa488 goat anti rabbit/ Alexa647 donkey anti rabbit, 
1:400 in PBS + 0,04% Triton) und HOE33342 (1:400), die ebenfalls 1 h bei Raumtempe-
ratur durchgeführt wurde, wurden die Zellen zum Entfernen des nicht gebundenen Se-
kundärantikörpers jeweils mit 1 ml PBS gewaschen. Abschließend wurden die Deckgläs-
chen mit den Zellen mit Hilfe von fluoreszenzfreiem Glycergel Mounting Medium von Dako 
auf Objektträger aufgebracht. 
Die Immunfluoreszenzfärbungen zur Antikörpertestung von Anti-EPS und Anti-RNG auf 
transfizierten Zellen erfolgten ohne Zugabe von MitoTracker® Orange. 
3.2.3 Mikroskopie 
3.2.3.1 Fluoreszenzmikroskopie 
Das Grundprinzip der Fluoreszenzmikro-
skopie ist in Abb. 12 schematisch darge-
stellt. Die zuvor immunhistochemisch ge-
färbten Präparate enthalten Sekundär-Ak, 
die mit fluoreszierenden Stoffen 
(Fluorochromen) gekoppelt sind. Diese 
können mit Licht einer bestimmten Wellen-
länge (Exzitationswellenlänge) zur Emissi-
on von Licht (Emissionswellenlänge) ange-
regt werden, das durch die 
Stokesverschiebung langwelliger ist als das 
anregende Licht. Im Strahlengang befindli-
che Farbteiler trennen anschließend das 
Abb. 12: Grundprinzip der Fluoreszenzmikroskopie:  
Fluoreszierende Antikörper auf dem Präparat emittieren 
nach Anregung mit Licht einer bestimmten Wellenlänge 
(blau) längerwelliges Fluoreszenzlicht (grün), das über 
einen Strahlenteiler an das Okular weitergeleitet wird. 
(zentrales Medienarchiv Wikimedia Commons) 
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emittierte Fluoreszenzlicht vom anregenden Licht und leiten es in das Okular des Mikro-
skops, auf eine Fotokamera oder auf einen elektronischen Verstärker (Photomultiplier). 
a) Inverse Mikroskopie 
Die Betrachtung der gefärbten Zellen und Nierenschnitte erfolgte mittels eines inversen 
Mikroskops (Axiovert 200M) von Zeiss. Folgende Bandpassfilter wurden dabei zur Detek-





                                          Filter 
Exzitationsmaxima Emissionsmaxima 
HOE 33342 365 nm 420 – 470 nm 
Cy3 / MitoTracker®Orange 530 – 555 nm 575 – 630 nm 
Alexa Fluor® 488 / GFP 465 – 495 nm 515 – 555 nm 
Alexa Fluor® 647 575 – 625 nm 660 – 710 nm 
 
Tab. 3: Bandpassfilter zur Detektion der verwendeten fluoreszierenden Antikörper 
 
Die Aufnahme digitaler Bilder erfolgte mit Hilfe einer Schwarzweiß-CCD-Kamera 
(AxioCam MRm) und der Software AxioVision LE Rel. 4.5 von Zeiss. 
Da die Nierenschnitte der adulten Versuchstiere aufgrund ihrer Größe nicht auf einmal 
vollständig abgebildet werden konnten, wurden sie zur Erzeugung von Übersichtsbildern 
quadrantenweise in 10facher Vergrößerung abfotografiert und die Teilbilder mittels 
AxioVision wieder zusammengefügt. Dabei war eine Überlappung der einzelnen Bilder 
von mindestens 5% notwendig. 
b) Konfokale Mikroskopie 
Transfizierte Zellen wurden mit einem konfokalen Mikroskop (LSM 510, Zeiss) untersucht. 
Als Objektiv diente ein Plan Apochromat 63x/1.4 Öl. Das Pinhole wurde auf 1 µM optische 
Schnittdicke eingestellt. Die Sekundär-Antikörper wurden mit monochromatischem Licht 
der Wellenlängen 488 nm (AlexaFluor® 488) und 543 nm (MitoTracker® Orange) ange-
regt. Das emittierte Fluoreszenzlicht wurde entsprechend mit Bandpass-Filtern von 505 
nm bis 530 nm und 560 nm bis 615 nm detektiert. HOE33342 wurde dagegen nicht mit 
Laserlicht, sondern wie im Invertmikroskop über Epifluoreszenz sichtbar gemacht. 




Die elektronenmikroskopischen Untersuchungen zur Darstellung der Mitochondrien-
morphologie in transfizierten Zellen wurden von Dr. Josef Schröder, Leiter des zentralen 
Labors für Elektronenmikroskopie am Institut für Pathologie des Universitätsklinikums 
Regensburg, durchgeführt. 
3.2.4 Urinanalysen von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/--Mäusen 
Die Urinanalysen von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/--Mäusen wurden von Dr. Katja 
Dettmer vom Institut für Funktionelle Genomik der Universität Regensburg unter Leitung 
von Prof. Dr. Oefner durchgeführt. In jeder Untersuchungsgruppe befanden sich pro Ge-
notyp jeweils mindestens 6 männliche und 6 weibliche Tiere. 
3.2.4.1 Aminosäureausscheidung von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/--Mäusen 
Für die quantitative Analyse verschiedener Aminosäuren im Urin von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- 
und L-PBE-/--Mäusen wurde ein vom Institut für Funktionelle Genomik mitentwickeltes 
Gaschromatographie-Massenspektrometrie-Verfahren (GC-MS) angewandt (Kaspar et al., 
2008). Dabei dient der Gas-Chromatograph zur Auftrennung des zu untersuchenden 
Stoffgemisches und das Massenspektrometer zur Identifizierung und gegebenenfalls auch 
Quantifizierung der einzelnen Komponenten. Für die Aminosäureanalysen wurden jeweils 
10 µl Spontanurin je Versuchstier verwendet. Gemessen wurden die Aminosäuren Alanin, 
Asparagin, Aspartat, Cystin, Glutamin, Glutamat, Glycin, Histidin, Isoleucin, Leucin, Lysin, 
Methionin, Phenylalanin, Prolin, Tryptophan, Tyrosin und Valin. Um Schwankungen in der 
Konzentration des Urins auszugleichen, wurden die Aminosäurekonzentrationen im Urin 
([ASUrin]) auf die jeweiligen Kreatininkonzentrationen im Urin ([KreaUrin]) normalisiert 
([ASUrin]/ [KreaUrin]). Da die Konzentration von Kreatinin im Plasma praktisch konstant ist 
und die Substanz weder tubulär resorbiert noch relevant sezerniert wird, kann [KreaUrin] 
als Maß für die Konzentrierung des Urins herangezogen werden.  
3.2.4.2 Metaboliten des Energiestoffwechsels – „metabolic fingerprinting“ 
Für die Messung der Ausscheidung von Metaboliten des Energiestoffwechsels wurden 
jeweils 20 µl Spontanurin von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/--Mäusen mittels GC-APCI-
TOF-MS (gas chromatography/atmospheric pressure chemical ionisation time-of-flight 
mass spectrometry) untersucht. Gemessen wurden die Konzentrationen von Glucose, 
Laktat, Pyruvat, Succinat, Glycerat, Fumarat, Malat, Citrat sowie 3-Hydroxybuttersäure. 
Dafür wurden die Urinproben zur Entfernung von Harnstoff zuerst mit Urease (2 U für 30 
min bei 37°C) versetzt und anschließend zur Fällung der Proteine mit Ethanol/EDTA be-
handelt. Der Überstand wurde entfernt und das Pellet zweimal gewaschen. Danach wurde 
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der Ethanolextrakt getrocknet und nach Derivatisierung mittels Methoximierung und 
Silylierung mit GC-MS bezüglich Masse, Retentionszeit und Peak-Intensität analysiert. 
Die gewonnenen Daten wurden jeweils auf die Kreatininkonzentration der Urinproben 
bezogen. 
3.2.5 Röntgenbilder von L-PBE+/+- und L-PBE-/--Mäusen 
Die Röntgenbilder von L-PBE+/+- und L-PBE-/--Mäusen zur radiologischen Beurteilung des 
Skelettsystems wurden von PD Dr. Niels Zorger, Chefarzt der Abteilung für Radiologie am 





4.1 Phänotyp der L-PBE+/+- und L-PBE-/-- Mäuse 
 
Abb. 13: Phäntotyp einer L-PBE+/+- (45 Wochen) und einer L-PBE-/--Maus (51 Wochen):  
Es sind keine Hinweise auf Wachstumsstörungen, Skelettdysplasien oder andere charakteristische Symptome 
eines Fanconi-Syndroms zu erkennen. 
 
Phänotypisch zeigten sich keinerlei Unterschiede zwischen L-PBE+/+- und L-PBE-/--
Mäusen (Abb. 13), insbesondere keine Wachstumsstörungen oder Skelettdysplasien bei 
den L-PBE-/--Tieren wie sie für ein Fanconi-Syndrom charakteristisch wären. Die Lebens-
dauer war im Vergleich zu den L-PBE+/+-Mäusen nicht eingeschränkt. Pathologische Ske-
lettveränderungen konnten auch radiologisch ausgeschlossen werden (Abb. 14). Somit 
scheint das Fehlen von EHHADH im Peroxisom bzw. dessen verminderte Expression 
allein nicht zu phänotypischen Veränderungen i. S. eines Fanconi-Syndroms zu führen. 
 
 
Abb. 14: Röntgenaufnahmen einer L-PBE+/+- 
(45 Wochen) und einer L-PBE-/--Maus (51 
Wochen): Es zeigen sich keine pathologischen 
Skelettveränderungen der L-PBE-/--Maus (z.B. 
Rachitis) wie sie bei Patienten mit Fanconi-
Syndrom beobachtet werden. (Anfertigung der 
Röntgenaufnahmen durch PD Dr. Niels Zorger, Chef-
arzt der Abteilung für Radiologie am Krankenhaus 




4.2 Testung verschiedener Antikörper gegen EHHADH auf tran-
sient transfizierten Zellen 
Um den idealen Primär-Antikörper gegen EHHADH für die folgenden Immunfluoreszenz-
färbungen zu ermitteln wurden zwei Antikörper mit unterschiedlichen Bindungsstellen an 
der Aminosäuresequenz von EHHADH getestet (siehe Tab. 4). Beide Antikörper waren 
affinitätsgereinigte polyklonale Kanninchen-IgG-Antikörper, die von Davids Biotechnologie 
GmbH in Regensburg durch Immunisierung der Tiere mit Teilsequenzen des humanen 
EHHADH hergestellt wurden. Sie werden im Folgenden jeweils mit den ersten drei Ami-
nosäuren des Antigens abgekürzt, gegen das sie gerichtet sind (Anti-EPS bzw. Anti-RNG) 
und mit dem die Immunisierung durchgeführt wurde. Die volle Aminosäuresequenz der 
Epitope kann in Tab. 4 abgelesen werden. 
Zur Testung der Antikörper wurden CHO-Zellen mit einem Plasmid transfiziert, das neben 
der Gensequenz des humanen EHHADH auch eine Sequenz enthielt, die für ein grün 
fluoreszierendes Protein (green fluorescence protein = GFP) kodiert. Das dadurch entste-
hende Fusionsprotein kann durch Anregung mit Licht einer Wellenlänge von 465 – 495 
nm im Fluoreszenzmikroskop sichtbar gemacht werden.  
Nach Fixierung mit 3%igem PFA und Epitopdemaskierung mit SDS (0,1% in PBS) wurden 
die Zellen immunhistochemisch jeweils mit einem der zwei verschiedenen Primär-Ak 
(1:500) gefärbt. 
 




Tab. 4: Aminosäuresequenz der verwendeten Antikörperepitope 
 
Als Sekundär-Ak wurde Alexa647 donkey anti rabbit verwendet. Außerdem erfolgte eine 
Anfärbung der Zellkerne mit HOE33342 (1:400). 
Unter dem Mikroskop wurden schließlich die Fluoreszenzsignale der Antikörper (rot) mit 
denen von GFP (grün) verglichen, um herauszufinden ob bzw. wie spezifisch die 
EHHADH-GFP-Fusionsproteine tatsächlich vom jeweiligen Antikörper erkannt wurden 
(Abb.15). 
Dabei zeigte sich für den EPS-Ak eine deutliche Kolokalisation (gelb) mit dem EHHADH-
GFP-Signal (Abb.15 linkes Bild), während bei den mit Anti-RNG gefärbten Zellen nur ein 
sehr schwaches und unspezifisches Leuchten zu erkennen war, das sich nicht mit dem 




Immunfluoreszenzfärbungen der Primär-Ak gegen das EPS-Epitop verwendet, der in der 
Testreihe spezifisch an das gesuchte Protein gebunden hatte. 
 
 
Abb. 15: Antikörpertestung auf mit hEHHADHwt transient transfizierten CHO-Zellen: 
Links: Spezifische Bindung des Anti-EPS-Antikörpers (rot) an EHHADH-GFP (grün) ≙ gelbe Fluoreszenzsig-




4.3 Lokalisation von EHHADH in der Niere 
4.3.1 Mausniere 
Für die Lokalisation von EHHADH in der Mausniere wurden 5 µm dicke Kryoschnitte der 
Nieren sowohl von L-PBE+/+- als auch von L-PBE-/--Versuchstieren zuerst mit Anti-EPS 
(1:2000) als Primär- und anschließend mit Cy3 goat anti rabbit (1:400) als Sekundär-Ak 
immunhistochemisch gefärbt und unter dem inversen Fluoreszenzmikroskop betrachtet. 
Insgesamt wurden fünf L-PBE+/+ - und vier L-PBE-/--Tiere beider Geschlechter untersucht.  
Bei allen L-PBE+/+-Mäusen konnte ein granuläres intrazelluläres Fluoreszenzsignal im 
Bereich der spätproximalen Tubuli beobachtet werden (Abb.16). Die Färbung konzentrier-
te sich dabei vor allem auf den marknahen Rindenbereich und erstreckte sich auch in 
Ansätzen in die Columnae renales. In der Markregion zeigte sich das Fluoreszenzsignal 
nur im Außenstreifen der Außenzone. Das sonstige Mark, in dem sich keine Abschnitte 
des proximalen Tubulus mehr befinden, war nicht angefärbt. Die Lokalisation der 
EHHADH-Färbung, wie sie in Abb.16 zu sehen ist, entspricht also offensichtlich dem S3-
Segment des spätproximalen Tubulus, der die gesamte Pars recta beinhaltet. Betrachtet 
man bei höherer Vergrößerung die Verteilung des Fluoreszenzsignals innerhalb der Zel-
len (Abb.16, vergrößerte Ausschnitte), so zeigt sich konsistent dasselbe granuläre Fär-
bemuster, was zu einer Expression von EHHADH in den Peroxisomen der Zellen passt. 
Dieses charakteristische granuläre „Staining“ war bei den L-PBE+/+-Mäusen auf allen an-
gefertigten Nierenschnitten zu finden. Geschlechtsspezifische Unterschiede in der Fär-
bung konnten nicht beobachtet werden. 
Als Kontrollen wurden in derselben Weise Kryoschnitte von L-PBE-/--Nieren angefertigt 
und mit Anti-EPS (1:2000) im selben Färbegang gefärbt (Abb.17). Diese waren eindeutig 
negativ für EHHADH und zeigten keinerlei spezifische Fluoreszenzsignale, was wiederum 




4.3.2 Humane Niere 
Das Expressionsmuster von EHHADH in der humanen Niere (Abb. 18) war dem der 
Mausniere in weiten Teilen ähnlich. Genau wie in der Mausniere waren lediglich proximale 
Tubuli angefärbt. Die Färbung konzentrierte sich dabei vor allem auf die marknahen Rin-
denbereiche und den Außenstreifen der äußeren Medulla, war aber in etwas schwächerer 
Form auch in den kapselnahen Rindenbereichen ausgeprägt. 
Die Innenzone des Marks sowie auch der Innenstreifen des äußeren Marks - Nierenberei-
che, in denen sich keine proximalen Tubuli mehr befinden - waren negativ für EHHADH. 
Bei höherer Vergrößerung war genau wie in der murinen Niere das charakteristische 
granuläre Staining des Fluoreszenzsignals innerhalb der Tubuluszellen sichtbar, welches 





Abb. 16: Expression von EHHADH (grün) in der Niere einer L-PBE+/+-Maus: Es zeigt sich ein granuläres 










Abb. 18: Expression von EHHADH (grün) in der humanen Niere: Es zeigt sich analog zur Mausniere ein 




4.4 Lokalisation von EHHADHwt und EHHADHmut in transient 
transfizierten Zellen 
Mit Hilfe des online verfügbaren Programms „Protein prowler“ kann theoretisch vorherge-
sagt werden, in welches intrazelluläre Kompartiment ein Protein nach dessen Translation 
dirigiert wird. Nach Eingabe der entsprechenden Gensequenz von EHHADHwt und 
EHHADHmut konnte so die mutmaßliche Lokalisation des Proteins in der Zelle vorherge-
sagt werden. 
Abb.19 zeigt die Ergebnisse des „Protein prowlers“ für die Wildtypform von EHHADH 
(EHHADHwt) und die Mutante (EHHADHmut). Dabei steht „SP“ für Proteine, die sezerniert 
werden („secretory pathway“), „MTP“ für das Vorhandensein eines „mitochondrial 
targeting peptide“, also ein Peptid, das die jeweiligen Proteine ins Mitochondrium dirigiert 
und analog dazu „PTS1“ für eine Aminosäuresequenz, die für die Einschleusung ins 
Peroxisom notwendig ist („peroxisomal targeting sequence 1“). Mit „other“ wird die Vertei-
lung in andere Zellkompartimente wie z.B. in das Zytoplasma bezeichnet. 
 
 
Abb. 19: Voraussage der subzellulären Lokalisation von EHHADHwt und EHHADHmut durch das Pro-






Laut dieser Vorhersage zeigt sich ein deutlicher Unterschied der beiden Proteine in der 
subzellulären Verteilung. Während sich EHHADHwt fast ausschließlich auf die 
Peroxisomen verteilt, wird EHHADHmut zu einem großen Teil in die Mitochondrien trans-
portiert. Über eine daraus resultierende Störung der Energieversorgung der Zelle könnte 
dies möglicherweise zu einem Funktionsdefizit des proximalen Tubulus und damit zum 
Phänotyp eines Fanconi-Syndroms führen. Anhand eines Zellmodells wurde diese theore-
tische Hypothese des Maltargetings mit Hilfe transient transfizierter Zellen näher unter-
sucht.  
4.4.1 Immunfluoreszenzfärbungen auf mit hEHHADHwt und 
hEHHADHmut transient transfizierten COS7-Zellen  
Für dieses Experiment wurden COS7-Zellen mit hEHHADHwt und hEHHADHmut im pIRES-
CD8-Vektor transient transfiziert. Als Transfektionsreagenz wurde FuGENE® von Roche 
verwendet.  
Nach zwei Tagen im Brutschrank bei 37°C konnten die Zellen immunhistochemisch ge-
färbt werden. Die Schwierigkeit lag darin, Bedingungen zu finden, bei welchen sowohl der 
EPS-Ak zur Detektion von EHHADH spezifisch binden konnte als auch der MitoTracker® 
zur Färbung der Mitochondrien ausreichend funktionierte. Die Behandlung mit SDS nach 
nur kurzer Fixierung der Zellen (5 min mit PFA 3%) führte zum Verlust der Granula und 
zur Ablösung der Zellen vom Deckglas. Ohne SDS war jedoch eine spezifische Bindung 
des EPS-Ak nicht möglich. Somit musste das Färbeprotokoll modifiziert werden und vor 
der Behandlung mit SDS (0,1% für 5 min) eine längere Fixierung der Zellen mit PFA 3% 
für 30 min durchgeführt werden, um eine stärkere Vernetzung der Proteine und dadurch 
eine Fixierung der Granula in der Zelle zu erreichen. 
Bei der anschließenden Betrachtung im Fluoreszenz- und im konfokalen Mikroskop konn-
ten eindeutige Unterschiede in der intrazellulären Lokalisation von EHHADHwt und 
EHHADHmut beobachtet werden (Abb. 20, 21). Beide Proteine zeigten ein granuläres Fär-
bemuster entsprechend ihrer Lokalisation in den Peroxisomen der Zellen, wie es auch in 
den proximalen Tubuluszellen der gefärbten Nierenschnitte der Fall war. 
Betrachtet man Abb. 20 erkennt man, dass EHHADHwt (grün) und die Mitochondrien (rot) 
nicht kolokal liegen. Ihre Fluoreszenzsignale überlagern sich nicht, d.h. das Wildtypprotein 
befindet sich nicht in den Mitochondrien, sondern nur in den Peroxisomen der Zelle. 
Anders bei der mutierten Form des Enzyms (Abb. 21). Hier kommt es im „Overlaybild“ zu 
einer deutlichen Kolokalität der Fluoreszenzsignale von EHHADHmut (grün) und 
MitoTracker® (rot) (≙ gelb). Offensichtlich führt die Mutation also tatsächlich zu einem 





Abb. 20: Subzelluläre Lokalisation von hEHHADHwt in transient transfizierten COS7-Zellen:  
hEHHADHwt (grün) liegt außerhalb der mit MitoTracker® sichtbar gemachten Mitochondrien (rot). Die Zellkerne 





Abb. 21: Subzelluläre Lokalisation von hEHHADHmut in transient transfizierten COS7-Zellen: 
Es zeigt sich eine deutliche Kolokalisation (gelb) von hEHHADHmut (grün) und MitoTracker® (rot). Die Zellker-
ne sind mit HOE33342 (blau) angefärbt. 
 
4.4.2 Immunfluoreszenzfärbungen auf transient transfizierten HEK-
Zellen zum Vergleich von humanem und mausspezifischem EHHADH 
Zum Vergleich von humanem und mausspezifischem EHHADH im Zellmodell wurden 
HEK-Zellen mit Plasmiden transfiziert, welche für mEHHADHwt und mEHHADHmut kodier-
ten. Als Transfektionsreagenz diente Lipofectamine von Invitrogen. Die Immunfluores-
zenzfärbung mit Anti-EPS (1:1000) und MitoTracker® Orange (1:10000 bzw. 1:5000) er-
folgte am nächsten Tag.  
Bei der Betrachtung unter dem konfokalen Mikroskop (Abb. 22/23) bot sich ein vergleich-




zym (mEHHADHmut) befand sich wieder teilweise in den Mitochondrien (Abb. 23), wohin-
gegen für das Wildtypprotein keine Kolokalität mit den Mitochondrien nachgewiesen wer-
den konnte (Abb. 22). Insgesamt kann somit die intrazelluläre Lokalisation von menschli-
chem und mausspezifischem EHHADH – sowohl in mutierter als auch in Wildtypform - als 
annähernd identisch beurteilt werden.  
 
 
Abb. 22: Subzelluläre Lokalisation von mEHHADHwt (grün) in transient transfizierten HEK-Zellen: Es 






Abb. 23: Subzelluläre Lokalisation von mEHHADHmut (grün) in transient transfizierten HEK-Zellen:  
mEHHADHmut (grün) und MitoTracker® Orange (rot) liegen kolokal (gelb). Aufgrund der eher niedrigen 




4.5 Elektronenmikroskopische Untersuchung von transient 
transfizierten HEK-Zellen 
In Nierenbiopsien von Patienten mit Fanconi-Syndrom mitochondrialer Genese zeigten 
sich lichtmikroskopisch meist nur unspezifische Abnormalitäten des Tubulusepithels wie 
Entdifferenzierung und Atrophie. Jedoch konnte man bei elektronenmikroskopischen Un-
tersuchungen des Gewebes als Zeichen der mitochondrialen Zytopathie regelmäßig viele 
abnorme, oft übergroße Riesenmitochondrien beobachten (Niaudet, 1998). Aus diesem 
Grund wurden auch die mit hEHHADHmut transient transfizierten HEK-Zellen bzgl. ihrer 
Mitochondrienmorphologie untersucht. Die elektronenmikroskopischen Analysen der Zel-
len wurden von Dr. Josef Schröder, Leiter des zentralen Labors für Elektronenmikroskopie 
am Institut für Pathologie des Universitätsklinikums Regensburg, durchgeführt. 
Dafür wurde je eine HEK-Zellgruppe mit humanem EHHADHwt bzw. EHHADHmut 
transfiziert und eine weitere Zellgruppe als Kontrolle unbehandelt gelassen. Um zu über-
prüfen, ob das Transfektionsreagenz evtl. selbst Mitochondrienschäden verursacht, wurde 
eine vierte Zellgruppe nur mit Lipofectamin (ohne Plasmid) „scheintransfiziert“. 
Die Zellen aller vier Gruppen wurden im selben Arbeitsgang mit Karnovsky-Fixativ (bereit-
gestellt vom Institut für Pathologie, Universität Regensburg) fixiert und anschließend von 
Dr. Schröder am Elektronenmikroskop vor allem bezüglich ihrer Mitochondrienmorpholo-
gie beurteilt. Dabei war dem Untersucher nicht bekannt, welche der mit den Buchstaben 
von A bis D bezeichneten Zellgruppen wie transfiziert worden war. 
Bei der Analyse des Bildmaterials fanden sich laut Dr. Schröder in der Kontrollgruppe 
(Abb.24, A) physiologische Mitochondrienverhältnisse mit einer normalen Variationsbreite 
in Größe und Form (Abb.24, A1). Bei höherer Vergrößerung (Abb.24, A2) waren die Mito-
chondrien durch ihre gut abgrenzbare Doppelmembran () zu erkennen. Die Binnenstruk-
tur der Zellorganellen war wie für gesunde Mitochondrien typisch hellgrau und fein granu-
liert. Einzelne Ca2+- und Mg2+-Ablagerungen () erschienen als dunkle, 
intramitochondriale Granula ohne pathologischen Wert. Die Cristae (*) waren nicht dilatiert  
und erschienen nur an einzelnen Stellen bedingt durch die Schnittführung etwas verbrei-
tert. Die Aktivität und Anzahl der Mitochondrien pro Zelle variiert physiologisch je nach 
Zustand und Wachstumsphase. Aufgrund des physiologischen „Turnovers“ der Zelle be-
fanden sich auch einzelne Mitochondrien im Stadium der Degeneration, in dem es zur 
Ödematisierung und Auflösung der Matrix kommt und die Binnenstruktur verwaschen er-
scheint. Autophagische Vakuolen, die aufgrund ihrer Form auch als „myelinartige Ein-
schlüsse“ bezeichnet werden, fanden sich vereinzelt als Zeichen des physiologischen 




gruppe, wie zu erwarten war, ein physiologischer Normalbefund der Mitochondrien ohne 
Hinweise auf eine vorliegende pathologische Schädigung. 
Bei den nur mit Transfektionsreagenz behandelten Zellen (Abb.24, B) fanden sich verein-
zelt mitochondriale Veränderungen wie vergrößerte oder pleomorphe Zellorganellen (Da-
ten nicht gezeigt), so dass von einer diskreten Zellschädigung durch Lipofectamin selbst 
ausgegangen werden muss. Jedoch waren auch hier die Cristae schmal (*) und die Matrix 
homogen, hellgrau und fein granuliert, wie für intakte Mitochondrien charakteristisch.  
Auch in der Zellgruppe, die mit hEHHADHwt transfiziert worden war (Abb.24, C), konnten 
Abweichungen in Größe und Form sowie ein etwas erhöhter lysosomaler Abbau beobach-
tet werden. Die Anzahl der myelinartigen Einschlüsse war im Vergleich zur Kontrollgruppe 
größer und die Pleomorphie schien zugenommen zu haben. Die mitochondriale Binnen-
struktur (M) wirkte teilweise verwaschen und dunkler als in der Kontrollzellgruppe, jedoch 
homogen. Die Cristae stellten sich überwiegend schmal dar. 
Im Vergleich dazu fanden sich in der mit hEHHADHmut transfizierten Zellgruppe (Abb.24, 
D) zahlreiche Mitochondrien, deren Cristae im Inneren ödematös aufgeweitet waren 
(Abb.24, D4 ) und deren Matrix dunkelgrau und grob granuliert erschien (Abb. 24, D2). 
Die Anzahl der vergrößerten und degenerierten Mitochondrien schien erhöht und der 
lysosomale Abbau war im Vergleich zu den anderen Zellgruppen vermehrt (Abb. 24, D1/2: 
). Außerdem waren in einzelnen Zellen fast alle Mitochondrien klein, dunkel und kon-
densiert (Abb. 24, D1), was laut Dr. Schröder eine deutliche Funktionseinschränkung und 
Degeneration vermuten lässt. Viele Mitochondrien waren des Weiteren in ihrer Form ver-
ändert und im Vergleich zu normalen Mitochondrien (Abb. 24, D3 *) stark vergrößert. Sol-
che abnormen „Megamitochondrien“ (Abb. 24, D3 ) treten regelmäßig als Zeichen 










A1) Physiologische Variationsbreite der Mitochondrien bzgl. Größe und Form. A2) Die Mitochondrien erschei-
nen physiologischerweise hell, homogen und feingranuliert mit schmalen Crsitae (*) und einzelnen Ca2+- und 
Mg2+-Ablagerungen ohne pathologischen Wert (). Die Doppelmembran () ist gut abgrenzbar.  
 
B) Mit Lipofectamin scheintransfizierte Zellen 
 
Mitochondrien mit physiologischer Binnenstruktur und schmalen Cristae (*). Bei höherer Vergrößerung fallen 





C) hEHHADHwt exprimierende Zellen  
 
Mitochondrien vereinzelt vergrößert und pleomorph. Die Binnenstruktur (M) scheint teilweise verwaschen und 
dunkler als bei A und B jedoch homogen.  
 






Es zeigt sich ein erhöhter lysosomaler Abbau (D1/2/4 ) und eine deutliche Pleomorphie der Mitochondrien 
(D1/2). Die Anzahl der Mitochondrien im sog. „niedrigenergetischen Zustand“ (klein, dunkel, kondensiert) ist 
erhöht (D1). D3) zeigt das Auftreten sog. „Riesenmitochondrien“ () im Vergleich zu normalgroßen Organel-
len (*) D4) Ödematös degenerierte Mitochondrien () - Die Cristae sind dilatiert und die Doppelmembran 





4.6 Urinanalysen von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/-- Mäusen 
4.6.1 Aminosäureausscheidung 
Ein charakteristisches Symptom des renalen Fanconi-Syndroms ist die Aminoazidurie 
(Tolaymat et al., 1992).  
Mittels GC-MS (gas chromatography / mass spectrometry) wurden die Konzentrationen 
der Aminosäuren Alanin, Asparagin, Aspartat, Cystin, Glutamin, Glutamat, Glycin, Histi-
din, Isoleucin, Leucin, Lysin, Methionin, Phenylalanin, Prolin, Tryptophan, Tyrosin und 
Valin in jeweils 10 µl Spontanurin von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/--Mäusen bestimmt. 
Um Schwankungen in der Konzentration des Urins auszugleichen, wurden die 
Aminosäurekonzentrationen im Urin ([ASUrin]) auf die jeweiligen Kreatininkonzentrationen 
im Urin ([KreaUrin]) normalisiert ([ASUrin]/ [KreaUrin]).  
Die Messergebnisse der homozygoten L-PBE-/-- Mäuse zeigten im Vergleich zur Kontroll-
gruppe bestehend aus L-PBE+/+- und L-PBE+/--Mäusen (Abb. 25) keine signifikanten Un-
terschiede. Eine Aminoazidurie als Hinweis auf das Vorliegen eines renalen Fanconi-
Syndroms konnte weder bei der Kontrollgruppe noch bei den homozygoten L-PBE-/--
Mäusen beobachtet werden. 
 
Abb. 25: Aminosäureausscheidung im Urin von L-PBE+/+/L-PBE+/-- (= Kontrollgruppe: n = 25) und L-





4.6.2 Ausscheidung von Metaboliten des Energiestoffwechsels -  
“metabolic fingerprinting” 
Mitochondriale Funktionsstörungen sind vielfach als Ursache eines Fanconi-Syndroms 
beschrieben (Niaudet, 1998; Stein et al., 2002; Buemi et al., 1997; Wendel et al., 1995; 
Emma et al., 2011). Auch für die von Prof. Kleta entdeckte Form mit Mutation im 
EHHADH-Gen wird dies vermutet. Oft ist ein renales Fanconi-Syndrom das erste Symp-
tom einer mitochondrialen Zytopathie (Wendel et al., 1995). Die Patienten fallen durch 
eine veränderte Ausscheidung von Metaboliten des Energiestoffwechsels wie Laktat, 
Pyruvat, 3-Hydroxybutyrat und einiger Intermediate des Citratzyklus im Urin auf (Wendel 
et al., 1995). Bei einer Funktionsstörung der Atmungskette kommt es zur Akkumulation 
von reduziertem NADH, was im Mitochondrium die Umwandlung von Acetessigsäure in 3-
Hydroxybutyrat begünstigt. Im Zytosol wird vermehrt Pyruvat zu Laktat reduziert. Somit 
ergibt sich aus der Messung von Metaboliten des Energiestoffwechsels im Urin oft ein 
entscheidender Hinweis auf mitochondriale Defekte (Niaudet et al., 1997). 
Dieses sog. „metabolic fingerprinting“ wurde mittels GC-APCI-TOF-MS (gas 
chromatography/atmospheric pressure chemical ionisation time-of-flight mass 
spectrometry) bei Urinproben von L-PBE-/--Mäusen im Vergleich zur Kontrollgruppe be-
stehend aus L-PBE+/+- und L-PBE+/--Mäusen durchgeführt. Gemessen wurden dabei die 
Konzentrationen von Laktat, Pyruvat, 3-Hydroxybutyrat, Succinat, Glycerat, Fumerat, 
Malat und Citrat. Außerdem wurde die Glucosekonzentration im Urin bestimmt. 
Die Ergebnisse (Abb. 26) zeigten keine Unterschiede zwischen der Kontrollgruppe und 
den L-PBE-/--Mäusen. Eine Glucosurie, wie sie für das Fanconi-Syndrom charakteristisch 
ist, wurde weder bei der Kontrollgruppe noch bei den L-PBE-/--Mäusen beobachtet. Das 
alleinige Fehlen des EHHADH-Gens bei den L-PBE-/--Tieren scheint somit nicht zu einem 






Abb. 26: „Metabolic fingerprinting“ aus Urinproben von L-PBE+/+-/L-PBE+/-- (= Kontrollgruppe: n = 26) 
und L-PBE-/--Mäusen (n = 12): Es zeigen sich keine physiologisch relevanten Unterschiede in der Ausschei-





5.1 EHHADH in der Niere 
Nur wenig ist bisher in der Literatur über die peroxisomale Enoyl–CoA–Hydratase/3–
Hydroxyacyl–CoA–Dehydrogenase (EHHADH) bekannt, obwohl die strukturelle Organisa-
tion des Enzyms bei der Ratte bereits 1987 von Naoko Ishii et al. beschrieben wurde (Ishii 
et al., 1987). Beim Menschen kommt das peroxisomale Enzym vor allem in Niere, Leber, 
Zunge und Trachea vor 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/UniGene/ESTProfileViewer.cgi?uglist=Hs. 429879). 
Eine Überexpression von EHHADH und anderer Gene, die für Enzyme des Fettsäureme-
tabolismus kodieren, wurde bei Patienten mit Darmkrebs beobachtet (Yeh et al., 2006).  
DeWan et al. stellten zum ersten Mal 2001 einen Zusammenhang des Proteins mit der 
Nierenfunktion fest und beobachteten, dass die Kreatininclearance bei Hypertonikern eng 
mit einer Genregion auf Chromosom 3q27 verknüpft ist, die unter anderem für EHHADH 
kodiert. Diese Verknüpfung war besonders in einer afroamerikanischen Patientengruppe 
ausgeprägt, während bei der weißen Vergleichsgruppe v. a. eine Region auf Chromsom 6 
mit Veränderungen in der Kreatininclearance assoziiert war (DeWan et al., 2001). 
Die von Prof. Kleta entdeckte N-terminale Mutation des EHHADH-Gens bei Patienten mit 
dominant vererbtem Fanconi-Syndrom wurde ebenfalls bei einer afroamerikanischen Fa-
milie gefunden, die bereits 1992 von Tolaymat et al. unter klinischen Gesichtspunkten 
beschrieben wurde und als Familie mit den meisten Erkrankten innerhalb einer Familie gilt 
(Tolaymat et al., 1992). Dies lässt vermuten, dass auch ethnische Aspekte bei der Entste-
hung des Fanconi-Syndroms eine Rolle spielen könnten.  
Die Lokalisation von EHHADH in der Niere wurde bisher noch nicht untersucht und war 
eines der Hauptziele dieser Arbeit. Mit Hilfe von Immunfluoreszenzfärbungen auf Gefrier-
schnitten von L-PBE+/+- und L-PBE-/-- Mausnieren sowie Paraffinschnitten von humanem 
Nierengewebe konnte diese näher untersucht werden. 
Die Ergebnisse zeigten dabei eine starke Expression des Proteins im gesamten proxima-
len Tubulus mit Betonung des S3-Segments in der humanen Niere (Abb. 18), während in 
der Mausniere nur der spätproximale Tubulus (S3-Segment) EHHADH exprimierte (Abb. 
16). Warum das peroxisomale Protein gerade hier in besonders hoher Dichte vorkommt, 
ist unklar, könnte aber mit den speziellen Anforderungen an die Zellen des proximalen 
Tubulus als Hauptresorptionsort von Elektrolyten, Glucose, Aminosäuren, Wasser und 
anderen Stoffen aus dem Primärharn zusammenhängen – ein energieaufwendiger Pro-
zess, für den die Bereitstellung von ATP durch eine hohe Anzahl an Mitochondrien im 




chondrien eng mit der der Peroxisomen verknüpft ist, da sie einerseits auf ähnliche Stimuli 
wie z.B. ein erhöhtes Angebot an Fettsäuren reagieren, andererseits aber auch die Sig-
nalwege ihrer Proliferation voneinander abhängen. So wird die Entstehung neuer 
Peroxisomen und deren Enzyme besonders durch PPARα-Liganden aktiviert (Reddy and 
Lalwai, 1983). PGC-1 (PPARγ coactivator-1), über den die mitochondriale Genexpression 
gesteigert werden kann, ist wiederum ein essentieller Kofaktor für diesen Rezeptor 
(PPARα) und PPARγ (Wu et al., 1999; Vega et al., 2000). Diese biogenetische Verbin-
dung zwischen der Zahl der Peroxisomen und der Mitochondriendichte könnte ein Grund 
dafür sein, dass im proximalen Tubulus, in dem sehr viele Mitochondrien als Energieliefe-
ranten gebraucht werden, auch die Anreicherung von Peroxisomen und ihrer Enzyme 
höher ist. 
Beim Fanconi-Syndrom handelt es sich generell um eine Funktionsstörung des proxima-
len Tubulus. Die Mutation eines Proteins wie EHHADH, das vor allem dort lokalisiert ist, 
wo der Funktionsdefekt der Erkrankung liegt, wäre durchaus als Ursache denkbar.  
Die genaue Kenntnis der Lokalisation des Proteins in der Niere, wie sie in den Immunfluo-
reszenzfärbungen (Abb.16, 17, 18) dargestellt werden konnte, ist ein wichtiger erster 
Schritt bei der Beurteilung des Stellenwertes dieses Enzyms für die Entstehung des 
Fanconi-Syndroms. Es bleibt jedoch die Frage nach dem Pathomechanismus, der letzt-
endlich zu der für das Fanconi-Syndrom charakteristischen Transportstörung führt. 
Da bei den L-PBE-/--Tieren keinerlei phänotypische Auffälligkeiten zu beobachten waren 
und sich auch bei den Urinanalysen und histologisch keine Abnormalitäten zeigten, kann 
davon ausgegangen werden, dass die Abwesenheit des L-spezifischen Enzyms der β-
Oxidation vom noch intakten D-System kompensiert werden kann. Dies konnte auch 
schon von Chao Qi, Yuzhi Jia et al. in der Leber von Nagetieren beobachtet werden (Qi et 
al., 1999). Ein Funktionsausfall von L-PBE würde somit erst ein Problem darstellen, wenn 
auch das Gen für D-PBE (D-specific peroxisomal bifunctional enzyme) ausgeschaltet ist. 
Anders als bei einer Mutation der mitochondrialen 3-Hydroxyacyl-CoA-Dehydrogenase, 
welche den dritten Schritt der β-Oxidation katalysiert, scheint es bei einem Defekt des 
peroxisomalen EHHADH nicht zu einer Störung des Fettsäureabbaus mit darausfolgender 
Akkumulation von Fettsäuren und Symptomen wie Hepatomegalie, Steatose, Leberzirrho-
se und Kardiomegalie zu kommen, wie sie Tyni et al. bei Patienten mit der G1528C-
Mutation beschrieben haben (Tyni and Pihko, 1999). Eine Anreicherung von Fettsäuren in 
Myocard, Niere oder Skelettmuskel, wie sie bei den geschilderten Patienten auftrat, wurde 
allerdings im L-PBE-Knockout-Mausmodell nicht untersucht und kann somit nicht sicher 
ausgeschlossen werden. Trotzdem scheint die Ursache für das Auftreten des Fanconi-
Syndroms nicht allein im Fehlen bzw. einem durch die Mutation verursachten Funktions-




des proximalen Tubulus durch einen fehlerhaften Transport von EHHADHmut in die Mito-
chondrien hervorgerufen wird. 
5.2 Maltargeting von EHHADHmut in die Mitochondrien 
5.2.1 Verknüpfung von Mitochondrien und Peroxisomen im Zellstoff-
wechsel 
Mitochondrien und Peroxisomen sind 
im Zellstoffwechsel eng verknüpft. So 
hängen ihre Proliferations- und Tei-
lungsmechanismen teilweise vonei-
nander ab (Vega et al., 2000; Koch et 
al., 2005) und die Kooperation beider 
Organellen ist im Rahmen des Fettsäu-
remetabolismus und der Produktion 
und Entsorgung reaktiver Sauerstoffra-
dikale von essentieller Bedeutung 
(Schrader et al., 2007; Moldovan and 
Moldovan, 2004). Fettsäuren, die nicht 
im Mitochondrium abgebaut werden 
können, werden von Peroxisomen 
verstoffwechselt und dessen Endpro-
dukte wiederum für die vollständige 
Oxidation zu CO2 und H2O in die Mito-
chondrien eingeschleust. Obwohl in 
beiden Zellorganellen die β-Oxidation 
nach denselben Reaktionsschritten 
abläuft, unterscheiden sich beide Sys-
teme deutlich bzgl. ihrer Enzymaus-
stattung sowohl im Hinblick auf mole-
kulare als auch katalytische Eigenschaften (Schrader et al., 2007). Die Mechanismen für 
den Import nukleär kodierter Proteine weichen ebenfalls zwischen Peroxisomen und Mito-
chondrien deutlich ab, sind aber vermutlich ein Schlüsselpunkt bei der Beantwortung der 
Frage, wie es durch die N-terminale Mutation zu einer fehlerhaften Einschleusung des 
peroxisomalen EHHADH in die Mitochondrien kommen kann. 
Abb. 27: Kooperation zwischen Mitochondrien und 
Peroxisomen (Schrader and Yoon, 2007): POM = 
peroxisomal membrane, MIM = mitochondrial inner 
membrane, MOM = mitochondrial outer membrane, TCA 
= tricarboxyclic acid, AA = amino acid, ROS = reactice 
oxygen spezies, VLCFA = very long-chain fatty acids, 
LCFA = long-chain fatty acids, MCFA = medium-chain 
fatty acids, β-OX = β-oxidation, CAT = catalase, RC = 




5.2.2 Peroxisomaler versus mitochondrialer Proteinimport –                
N-terminale Mutation von EHHADH als Ursache des Maltargetings 
a) Proteinimport ins Peroxisom 
Peroxisomen können im Gegensatz zu Mitochondrien Proteine in ihrer vollständig gefalte-
ten Tertiär- bzw. Quartärstruktur importieren (Leon et al., 2006a; Hausler et al., 1996). 
Dafür sind v.a. drei Arten von Signalsequenzen, die sog. „PTS“ (peroxisome targeting 
signals) von Bedeutung. PTS1 und PTS2 dirigieren Proteine in die peroxisomale Matrix, 
während mPTSs einen Einbau in die Membran der Organellen bewirken (Lazarow, 2003). 
PTS1-Sequenzen sind kurze, C-terminale Signale mit der Aminosäureabfolge (S/A/C)–
(K/R/H)–(L/L/M), die oft mehrmals wiederholt vorliegt. EHHADH trägt für die Einschleu-
sung ins Peroxisom an seinem C-Terminus die Abfolge SKL, was den Aminosäuren Serin, 
Lysin und Leucin entspricht. Diese PTS1 werden dann von dem löslichen Rezeptor 
Peroxin-5 (Pex5p) im Cytosol erkannt und gebunden (Brown and Baker, 2003). Für PTS2-
Sequenzen, die aus 9 Aminosäuren etwa 20 Reste vom N-Terminus entfernt bestehen, ist 
Peroxin 7 (Pex7p) und sein Korezeptor Pex20p zuständig (Leon et al., 2006b; Rehling et 
al., 1996; Zhang and Lazarow, 1996; Stein et al., 2002). mPTSs hingegen werden von 
Pex19p erfasst (Jones et al., 2004). Der jeweilige Rezeptor bringt sein Importprodukt 
schließlich an die peroxisomale Membran, wo weitere Peroxine die Einschleusung ermög-
lichen (Agne et al., 2003; Hazra et al., 2002; Fang et al., 2004). 
Es folgt der Eintritt des Protein-Rezeptor-Komplexes in die Matrix bzw. die Einbettung in 
die peroxisomale Membran, wonach die Rezeptoren ihr Importprodukt abladen und wie-
der ins Cytosol zurückkehren (Dammai and Subramani, 2001; Nair et al., 2004; Miyata 
and Fujiki, 2005; Leon et al., 2006b). Sowohl der Import der Proteine als auch der Export 
zum Recycling der Peroxine verbrauchen Energie in Form von ATP (Miyata et al., 2005). 
Durch die in Abb. 28 gezeigte N-terminale Mutation von EHHADH bleibt die Signalse-
quenz für den Import in die Peroxisomen völlig unberührt, so dass auch für das mutierte 
Protein, wie in unseren Immunfluoreszenzfärbungen beoachtet, eine problemlose Ein-






    
 
Abb. 28: Aminosäureabfolge von EHHADH mit Kennzeichnung der Mutationsstelle und der 
peroxisomalen Importsignalsequenz 
 
b) Proteinimport ins Mitochondrium 
Voraussetzung für den Import in die mitochondriale Matrix, die innere Membran oder den 
Intermembranraum eines Mitochondriums ist eine Signalsequenz am N-Terminus des 
entsprechenden Proteins, die aus 10 – 30 Aminosäuren besteht und in Form einer 
amphipathischen α-Helix mit hydrophoben Resten auf der einen und positiv geladenenen 
Aminosäuren auf der anderen Seite vorliegt (Wiedemann et al., 2004). Die Bildung einer 
solchen α-Helix, die als sog. „mitochondrial targeting sequence“ (MTS) fungiert, wird im 
Wildtyp-EHHADH-Protein normalerweise durch das negativ geladene Glutamat an der 
dritten Stelle der Aminosäuresequenz verhindert. Betrachtet man jedoch die ersten 30 
Aminosäuren von EHHADHmut, die für den Import ins Mitochondrium eine Rolle spielen 
könnten, so fällt auf, dass diese nach dem Austausch von Glutamat gegen das positiv 

















geladene Lysin nur noch aus positiven, unpolaren und einigen wenigen polaren ungela-
denen Aminosäuren besteht. Es entsteht also eine arginin- und lysinreiche 
Anfangsequenz, welche durchaus die Kriterien für die Erkennung durch den TOM 
(translocase of the outer membrane)-Komplex des mitochondrialen Proteinimportsystems 
erfüllen könnte.  
 
                 
 negativ geladen  positiv geladen  polar ungeladen  unpolar aliphatisch 
 
Abb. 29: Vergleich der N-terminalen Aminosäuresequenz von EHHADHwt und EHHADHmut 
 
Dieser TOM-Komplex in der äußeren Mitochondrienmembran besteht insgesamt aus 7 
Untereinheiten, 3 Rezeptoren (Tom 20 für Bindung an die hydrophobe Seite der α-Helix, 
Tom22 für die Bindung an die positiv geladene Seite der α-Helix und Tom70), einem ka-
nalformenden β-Fass-Protein (Tom 40) und 3 kleineren Tom-Proteinen (Tom5, Tom6, 
Tom7) für Zusammenhalt und Stabilität des Komplexes (Hill et al., 1998; Kunkele et al., 
1998; van Wilpe et al., 1999; Model et al., 2001), und bildet die zentrale Eintrittsstelle aller 
importierten Proteine ins Mitochondrium.  
Danach werden die Importprodukte je nach Bestimmungsort auf drei möglichen Pfaden 
weitertransportiert: In die Matrix mit Hilfe des TIM (translocase of the inner membrane) 23-
Komplexes und des Matrix-Hitzeschockproteins mtHsp70, das als Chaperon fungiert und 
den Kern des „presequence translocase-associated motor“ (PAM) bildet, in die innere 
Mitochondrienmembran mit Hilfe von TIM22 und in die Außenmembran des Zellorganells 
durch den sog. „sorting and assembly machinery“-Komplex (SAM) (Wiedemann et al., 
2003). Vor dem Import verhindern cytosolische Chaperone eine zu frühe Faltung des je-
weiligen Proteins, da Mitochondrien im Gegensatz zu Peroxisomen nur ungefaltete Ei-
















Abb. 30: Schematische Darstellung des Proteinimports ins Mitochondrium (Wiedemann et al., 2004)  
 
Unsere Versuche mit transfizierten Zellen konnten die theoretischen Vorhersagen des 
Programms „Protein Prowler 1.2“ (Abb. 19) für das „Maltargeting“ des mutierten EHHADH 
in die Mitochondrien bestätigen (Abb. 20, 21, 22). Die genaue Analyse der 
Aminosäuresequenz des Wildtyproteins im Vergleich zur Mutante im Hinblick auf 
mitochondriale und peroxisomale Importsignale gibt eine plausible Erklärung für diesen 




5.2.3 Folgen des Maltargetings 
Durch die N-terminale Mutation von Glutamat zu Lysin kommt es, wie wir im Zellmodell 
beobachten konnten, zu einem „Maltargeting“ des normalerweise in den Peroxisomen 
lokalisierten EHHADH in die Mitochondrien. 
Ein ähnlicher Pathomechanismus wurde auch bei einer weiteren renalen Erkrankung, der 
primären Hyperoxalurie Typ I, beschrieben (Danpure, 2006). Hier führt die Mutation 
Gly170Arg im Gen für die Glyoxylat-Aminotransferase zusammen mit einem häufig ver-
breiteten Pro11Leu Polymorhismus zu einem „Maltargeting“ des Proteins von den 
Peroxisomen in die Mitochondrien (Danpure et al., 1989). Analog zu unserem Protein 
kommt es auch hier durch eine Punktmutation zur Entstehung einer mitochondrialen Im-
portsignalsequenz, die vom mitochondrialen TOM-Komplex erkannt werden kann. In der 
Folge kommt es bei der autosomal-rezessiv vererbten Primären Hyperoxalurie Typ I zu 
einem Mangel der Glyoxylat-Aminotransferase in den Peroxisomen, wo sie normalerweise 
eine wichtige Entgiftungsreaktion, nämlich die Umwandlung von Glyoxylat zu Glycin kata-
lysiert. Das nicht verstoffwechselte Glyoxylat kann ins Cytosol entweichen, wo es zu Oxa-
lat oxidiert wird. Da dieses nicht mehr weiter metabolisiert werden kann, kommt es zu 
einer vermehrten renalen Ausscheidung, die schließlich zur Ansammlung von unlöslichem 
Calciumoxalat in der Niere als Hauptproblem der Erkrankung führt (Danpure, 2006). 
Unser Modell geht jedoch davon aus, dass die renalen Symptome beim Fanconi-Syndrom 
direkt durch einen Funktionsdefekt des proximalen Tubulus entstehen, der, wie in der Lite-
ratur schon mehrfach beschrieben, durch eine Dysfunktion der Mitochondrien bedingt sein 
kann (Niaudet, 1998; Hall et al., 2007; Martin-Hernandez et al., 2005; Debray et al., 2008; 
Wang et al., 2000).  
Elektronenmikroskopisch zeigte sich in HEK-Zellen, die mit EHHADHmut transfiziert wor-
den waren, ein vermehrtes Auftreten vergrößerter, pleomorpher und ödematöser Mito-
chondrien mit erweiterten Cristae sowie ein erhöhter lysosomaler Abbau (Abb.25). Außer-
dem traten vermehrt abnorme und vergrößerte Mitochondrien auf, wie sie in der Literatur 
schon mehrfach bei mitochondrialen Zytopathien beschrieben wurden (Niaudet, 1998; 
Niaudet et al., 1997; Au et al., 2007). Solche Veränderungen können laut Dr. Schröder 
vom zentralen Labor für Elektronenmikroskopie (Institut für Pathologie der Universistät 
Regensburg) Hinweise auf eine mitochondriale Dysfunktion darstellen. Besonders das 
Auftreten sog. „Megamitochondrien“, die teilweise die 10fache Größe eines normalen Mi-
tochondriums erreichen, ist in der Literatur für das Fanconi-Syndrom beschrieben 
(Niaudet, 1998). Elektronenmikroskopische Abnormalitäten von Mitochondrien werden 
auch für das in Verbindung mit dem multiplen Myelom auftretende Fanconi-Syndrom er-
wähnt und konnten von Smolens et al. an der Rattenniere beobachtet werden (Smolens et 




führt, traten v. a. vergrößerte und angeschwollene Mitochondrien auf (Graf et al., 1985). 
Allerdings sind Kriterien wie eine Vergrößerung oder Erhöhung der Pleomorphie sowie ein 
gesteigerter lysosomaler Abbau relativ unspezifisch und konnten, wenn auch in geringerer 
Ausprägung, auch in den anderen Zellgruppen beobachtet werden. Die elektronenmikro-
skopischen Beobachtungen werden außerdem in ihrer Aussagekraft von der niedrigen 
Transfektionseffizienz von nur ca. 40% eingeschränkt. So waren in der 
Mutantenzellgruppe offensichtlich nicht alle Zellen gleich von der Schädigung betroffen, 
wobei jedoch nicht festgestellt werden konnte, ob es an der fehlenden Transfektion lag 
oder EHHADHmut nicht in allen Zellen Mitochondrienschäden verursacht. Genauso könnte 
eine fehlende Transfektion der EHHADHwt-Zellen fälschlicherweise zu einem „Normalbe-
fund“ der Mitochondrienverhältnisse geführt haben. Um dieses Problem zu lösen, soll die 
elektronemikroskopische Begutachtung in naher Zukunft nochmals mit Zellen durchge-
führt werden, in denen EHHADHwt bzw. EHHADHmut in allen Zellen über ein Tet-on-
System mit Tetrazyklin induziert werden kann und somit die Transfektionseffizienz als 
Unsicherheitsfaktor wegfällt. Letztlich kann nicht mit Sicherheit beurteilt werden, ob die 
beobachteten Hinweise auf eine Mitochondrienschädigung in der EHHADHmut-Zellgruppe 
auch wirklich mit dem Maltargeting des Proteins zusammenhängen. Außerdem kann die 
Morphologie der Organellen alleine ohnehin nicht genügend Aufschluss über die 
Mitochondrienfunktion geben. Eine klare Aussage kann erst getroffen werden, wenn funk-
tionelle Tests des oxidativen Stoffwechsels bzw. der Mitochondrienfunktion durchgeführt 




5.3 Mitochondriale Dysfunktion als Ursache des Fanconi-
Syndroms 
Mitochondrialen Funktionsstörungen kommt in der Pathogenese von Erkrankungen immer 
mehr Bedeutung zu. Da ihre reibungslose Funktion für die Energiebereitstellung aller Zel-
len im menschlichen Körper von enormer Bedeutung ist, können Pathologien der Mito-
chondrien und der mitochondrialen Atmungskette eine Reihe von Störungen in vielen un-
terschiedlichen Organen und Geweben zur Folge haben. Erkrankungen wie Diabetes mel-
litus, neurodegenerative Veränderungen, Reperfusionsschäden nach kardialer Ischämie 
oder die Entstehung eines septischen Schocks können heute ebenso auf eine 
mitochondriale Dysfunktion zurückgeführt werden wie der physiologische Prozess des 
Alterns (Hall et al., 2007). Auch für das Fanconi-Syndrom werden mitochondriale Defekte 
in der Literatur schon länger als Ursache beschrieben (Niaudet, 1998; Wang et al., 2000; 
Zeviani et al., 2004; Hall et al., 2007; Debray et al., 2008). Warum die tubuläre Funktion 
der Nieren, speziell des proximalen Tubulus, bei mitochondrialen Defekten vermindert ist, 
ist jedoch noch weitgehend unklar. Verschiedenen Faktoren könnten bei der Auslösung 
einer Transportstörung durch die mitochondriale Dysfunktion eine Rolle spielen. 
5.3.1 Mutationen der mitochondrialen DNA 
Die Mutationsrate des mitochondrialen Genoms ist zehnmal höher als die der nukleären 
DNA (Hall et al., 2007). Vor allem bei Kindern sind eine Vielzahl von renalen Erkrankun-
gen durch hereditäre Mitochondriendefekte bekannt (Martin-Hernandez et al., 2005). Da-
zu zählen neben dem Fanconi-Syndrom tubulointerstitielle Erkrankungen, die renal tubu-
läre Azidose, das nephrotische Syndrom und ein Bartter-ähnliches Syndrom. Bei Erwach-
senen hingegen wird nur eine Punktmutation der mitochondrialen DNA in Verbindung mit 
einer Nierenerkrankung gebracht. Die Mutation A3243G des tRNA(Leu) Gens führt dabei 
in den meisten Fällen zur fokalen segmentalen Glomerulosklerose (FSGS) (Hall et al., 
2007).  
Auch bei erworbenen Formen des Fanconi-Syndroms z.B. im Rahmen einer Intoxikation 
mit Cadmium oder Medikamenten wie Ifosfamid können Mutationen in der mtDNA und die 
daraus resultierende Funktionsstörung der Organellen Auslöser für die Erkrankung sein 
(Takebayashi et al., 2003; Di Cataldo et al., 1999).  
5.3.2 Energiemangel 
Eine andere Ursache für Transportstörungen im proximalen Tubulus im Sinne eines 
Fanconi-Syndroms kann ein Mangel an ATP sein, wie er bei einer Funktionsstörung der 




aufgrund seiner enormen aktiven Transportleistungen im Rahmen der renalen Rückre-
sorption sehr hoch und wird zu mehr als 95% aus der oxidativen Phosphorylierung ge-
deckt (Epstein, 1997). Dabei liegt der Energieverbrauch in diesen Zellen bereits nahezu 
am Kapazitätslimit der ATP-Bereitstellung (Beck et al., 1991). Ein Abfall der ATP-
Konzentration durch eine Einschränkung der Mitochondrienfunktion kann folglich nicht 
oder nur unausreichend kompensiert werden und wird als Ursache für die Entstehung 
einer renalen Funktionsstörung für sehr wahrscheinlich gehalten (Hall et al., 2007). 
Einen solchen Zusammenhang konnte auch M. Baum im Rahmen von Untersuchungen 
zum Pathomechanismus der nephropathischen Zystinose, der häufisten Ursache des ver-
erbten Fanconi-Syndroms, feststellen (Baum, 1998). Durch Inkubation von proximalen 
Tubuluszellen mit Zystin-Dimethylester (Zystin selbst ist nicht membrangängig) wurden 
intrazelluläre Zystinkonzentrationen vergleichbar denen von Zystinosepatienten herge-
stellt und so ein in-vitro-Model eines Fanconi-Syndroms nachgestellt. Die Zystin-
überladenen Zellen wiesen einen generalisierten Transportdefekt auf, wie er für das 
Fanconi-Syndrom charakteristisch ist. Es wurde beobachtet, dass v. a. der aktive Trans-
port der Nierentubuli wesentlich eingeschränkt war. Dieser wird im Normalfall durch den 
von der Na+/K+-ATPase aufgebauten elektrochemischen Gradienten für Natrium angetrie-
ben. Eine vergleichbare Hemmung des Na+-abhängigen Transports in Zystin-beladenen 
humanen Zellen wurde auch in einer Studie von Çetinkaya 2002 beobachtet (Cetinkaya et 
al., 2002). Die Transportstörung war jedoch nicht durch eine direkte Hemmung der 
Na+/K+-ATPase durch Zystin bedingt, sondern vielmehr durch eine Einschränkung der 
intrazellulären ATP-Produktion, von der die Funktion der Na+/K+-ATPase wesentlich ab-
hängt. Messungen der intrazellulären ATP-Konzentration zeigten eine dramatische Re-
duktion in den Tubuluszellen mit Fanconi-Syndrom im Vergleich zu den Kontrollzellen. 
Dass die Einschränkung des aktiven Transports wirklich an der ATP-Reduktion lag, wurde 
durch exogenes Zugeben von ATP belegt. Während Zystin-beladenen Tubuli ohne ATP-
Zufuhr eine Transportreduktion von 89 % aufwiesen, kam es unter Zugabe von ATP nur 
zu einer 45%igen Reduktion (Baum, 1998). 
Bei Untersuchungen der zelluläre Atmung konnte außerdem beobachtet werden, dass der 
Sauerstoffverbrauch der Zystin-beladenen Tubuli nur halb soviel betrug wie der der Kont-
rollzellen und v. a. für den aktiven Transport fast vollständig gehemmt war, während der 
nicht für Transportprozesse vorgesehene O2-Verbrauch normal blieb (Baum, 1998). Dies 
und die Reduktion des ATP-Gehalts in den Zystin-beladenen Zellen weisen deutlich auf 
eine mitochondriale Störung hin, die hier zum Fanconi-Syndrom führt. Auch bei der here-
ditären Tyrosämie, einer weiteren Erkrankung mit Ausbildung eines Fanconi-Syndroms, 
kommt es zum Absinken der ATP-Konzentration und des O2-Verbrauchs vermutlich auf-
grund einer Störung von Komplex I durch die Ablagerung von Succinylaceton in den pro-




falls über die Hemmung der oxidativen Phosphorylierung und eine Reduktion der ATP-
Level ein Fanconi-Syndrom auslösen (Simmons, Jr. et al., 1980). 
Balban et al. konnten außerdem zeigen, dass eine enge Verbindung zwischen aerobem 
Stoffwechsel und dem Ionentransport bei isolierten Tubuli herrscht (Balaban et al., 1980). 
Darum scheint es nicht verwunderlich, dass es bei einer Störung der 
Mitochondrienfunktion zu einem renalen Verlust wichtiger Stoffe wie Glucose, Aminosäu-
ren, Proteine, Elektrolyte und Wasser kommt.  
Ähnlich könnte es durch das Maltargeting von EHHADHmut zu einer mitochondrialen Dys-
funktion und damit einer Verminderung der ATP-Konzentration kommen, die zur Ein-
schränkung des aktiven Transports in den Zellen des proximalen Tubulus und damit zu 
den für das Fanconi-Syndrom charakteristischen Symptomen führt. 
Eine mitochondriale Dysfunktion könnte aber nicht nur über einen Energiemangel zur 
Auslösung einer Transportstörung führen. Aufgrund der vielfältigen Funktionen der Zellor-
ganellen kommen auch mehrere andere mögliche Pathomechnismen in Betracht. 
5.3.3 Oxidativer Stress und Apoptose 
Es wird vermutet, dass auch eine Einschränkung der Elimination freier Radikale zu 
mitochondrialen Funktionsstörungen und zum Fanconi-Syndrom führen kann. An kultivier-
ten humanen Zellen des proximalen Tubulus aus dem Urin von Zystinosepatienten konnte 
gezeigt werden, dass die Konzentration des wichigen Antioxidans Glutathion im Vergleich 
zu den Kontrollgruppen vermindert ist. Die Zellen sind dadurch anfällig für oxidativen 
Stress und zeigen eine beeinträchtigte Mitochondrienfunktion unter Hypoxie (Laube et al., 
2006). Während unter Standardbedingungen keine Verminderung der Aktivität der At-
mungskettenkomplexe oder der ATP-Konzentration zu beobachten war, kam es unter 
Hypoxie zu einem signifikanten Abfall von ATP. Bei den Kontrollzellen konnte eine Aktivi-
tätssteigerung der Komplexe I und IV gemessen werden, die offensichtlich bei den 
Zystinosezellen nicht möglich war. Außerdem war in den Zellen die Apoptoserate deutlich 
erhöht, was vermutlich ebenfalls an der eingeschränkten Möglichkeit der Mitochondrien 
zur Bewältigung von oxidativem Stress lag (Laube et al., 2006). Normalerweise sind hier-
für Antioxidationssysteme wie Glutathion, NADH oder Thioredoxin zuständig. Bei einem 
Mangel dieser Substanzen können Mitochondrienschädigungen durch freie Radikale zur 
Ausschüttung verschiedener Faktoren wie z.B. Cytochrom C ins Zytosol führen und so 
Apoptosevorgänge triggern (Jezek and Hlavata, 2005). 
Auch bei dem durch das Toxin Maleat hervorgerufenen Fanconi-Syndrom kommt es über 
eine Reduktion der Glutathion-Konzentration zu einer erhöhten Empfindlichkeit der Zellen 
gegenüber freien Radikalen und dadurch zu Transportdefekten der proximalen 




bel, was die Rolle von oxidativem Stress bei der Entstehung eines Fanconi-Syndrom zu-
sätzlich unterstreicht (Nissim and Weinberg, 1996). 
5.3.4 Ca2+-Homöostase 
Eine weitere Aufgabe der Mitochondrien ist die Regulation der zellulären Ca2+-
Homöostase (Duchen, 2004b). Die Endozytose von Proteinen im proximalen Tubulus ist 
sehr empfindlich für Veränderungen der intrazellulären Ca2+-Konzentration (Wu, 2004). Es 
ist deshalb denkbar, dass ein Defekt der Mitochondrien auch über diesen Mechanismus 
zu Transportstörungen, insbesondere zur Proteinurie führen kann. Die spezialisierte Funk-
tion des proximalen Tubulus v.a. bei der Wiederaufnahme von niedermolekularen Protei-
nen macht diesen Nierenabschnitt besonders anfällig für die Konsequenzen der 
mitochondriale Funktionsstörungen, die nicht nur in einem Mangel an ATP resultieren 
(Hall et al., 2007). 
 
Mitochondriale Dysfunktionen können also über eine Reihe von Pathomechanismen zu 
Transportstörungen im proximalen Tubulus und damit zum Auftreten eines Fanconi-
Syndroms führen. Ein kausaler Zusammenhang zwischen der Fehllokalisation von 
EHHADHmut und einer Mitochondrienschädigung ist jedoch noch nicht belegt. Hierfür sind 
weitere Untersuchungen, insbesondere auch funktionelle Tests des oxidativen Stoffwech-





5.4 Fanconi-Syndrom durch EHHADHmut – Peroxisomale oder 
mitochondriale Erkrankung? 
Die bisherigen Ergebnisse sprechen am ehesten dafür, dass die Transportstörungen im 
proximalen Tubulus bei Trägern der EHHADH-Mutation durch eine Funktionsstörung der 
Mitochondrien hervorgerufen werden. Jedoch wurde bisher nicht untersucht, ob das mu-
tierte Protein seine Funktion in den Peroxisomen noch erfüllt. Es wäre denkbar, dass sich 
eine beeinträchtigte Funktion der Peroxisomen ebenfalls auf die Entwicklung eines 
Fanconi-Syndroms auswirken könnte bzw. indirekt über eine Beeinflussung der Mito-
chondrien zu Störungen führt, da beide Organellen in ihrer Funktion eng miteinander ver-
knüpft sind (Schrader et al., 2007; Koch et al., 2005; Moldovan et al., 2004). 
Eine Beeinträchtigung der Peroxisomenfunktion könnte auch auftreten, wenn aufgrund 
des Maltargetings in die Mitochondrien zu wenig EHHADH (L-PBE) in die Peroxisomen 
gelangt. Die Untersuchungen am Knockout-Mausmodell konnten allerdings zeigen, dass 
es durch das alleinige Fehlen von EHHADH nicht zur Entwicklung eines phänotypischen 
Fanconi-Syndroms kommt, da die katalysierten Schritte in der β-Oxidation vermutlich vom 
D-spezifischen System übernommen werden können. 
Am Zellmodell wurden diese Beobachtungen jedoch noch nicht überprüft. Die Expression 
von endogenem EHHADH könnte durch Behandlung von LLC-PK1 Zellen mit entspre-
chender siRNA stark reduziert werden. Zeigen die Zellen nach Suppression von EHHADH 
den gleichen Phänotyp wie nach Induktion der EHHADHmut-Expression, wäre dies ein 
wichtiger Hinweis dafür, dass die Funktionsstörung doch nur auf einen Mangel an 
EHHADH in den Peroxisomen zurückzuführen ist. Auch eine  Kombination von 






5.5 Fanconi-Syndrom durch EHHADHmut - Haploinsuffizienz vs. 
dominant negativer Effekt 
Eine autosomal-dominant vererbte Genmutation kann in unterschiedlicher Weise zur phä-
notypischen Ausprägung einer Erkrankung führen. Zum einen durch Haploinsuffizienz, 
d.h. der heterozygote Träger erkrankt, weil die Aktivität des normalen Allels für die Kom-
pensation des mutierten Allels nicht ausreicht. Zum anderen kann es aber auch sein, dass 
das mutierte Genprodukt die Funktion des normalen stört, aufhebt oder eine ganz neue 
Wirkung besitzt. Dieses Phänomen wird als dominant-negativer Effekt bezeichnet. 
Bei den Urinanalysen von L-PBE+/+-, L-PBE+/-- und L-PBE-/-- Mäusen zeigten sich sowohl 
in der Aminosäureausscheidung als auch in der Ausscheidung von Metaboliten des Ener-
giestoffwechsels keinerlei relevante Unterschiede. Das Auftreten eines renalen Phänotyps 
des Fanconi-Syndroms mit Aminoazidurie und Glucosurie konnte ebenso wenig beobach-
tet werden wie Veränderungen in der Konzentration von Metaboliten des Energiestoff-
wechsels als Hinweise auf eine mitochondriale Zytopathie.  
Eine Haploinsuffizienz scheint als Pathomechanismus auszuscheiden, da die heterozygo-
ten L-PBE+/--Tiere weder im äußeren Erscheinungsbild noch radiologisch oder bei den 
Urinmessungen phänotypische Auffälligkeiten zeigten. Die Ergebnisse legen vielmehr 
nahe, dass auch ein völliges Fehlen von L-PBE bei den L-PBE-/--Tieren vom Organismus 
kompensiert werden kann. Somit scheint die Mutation im EHHADH-Gen am ehesten über 
einen dominant-negativen Effekt zur Entstehung eines Fanconi-Syndroms zu führen. Je-
doch ist der kausale Zusammenhang zwischen dem Maltargeting von EHHADHmut und 
einer mitochondrialen Zytopathie als Ursache für die Entstehung eines Fanconi-Syndroms 
noch nicht eindeutig belegt und muss erst durch weitere Untersuchungen v.a. zum 






Im Anschluss an diese Arbeit wurden von der Arbeitsgruppe um Prof. Warth Versuche an 
LLC-PK1-Zellen durchgeführt, bei denen die Expression von EHHADHwt bzw. EHHADHmut 
durch Zugabe von Tetrazyklin zum Zellmedium beliebig induziert werden kann. Dadurch 
konnten die Nachteile einer transienten Transfektion umgangen werden. Außerdem sind 
LLC-PK1-Zellen von proximalen Tubuluszellen abgeleitet und deswegen als Modell für die 
Erkrankung besonders geeignet. (Kleta et al., 1995; Ciarimboli et al., 2011) 
Immunhistochemische Untersuchungen zeigten auch hier ein „Maltargeting“ von 
EHHADHmut in die Mitochondrien. Morphologisch zeigten sich keinerlei Unterschiede zwi-
schen LLC-PK1-Zellen, die mit EHHADHmut bzw. EHHADHwt transfiziert worden waren. 
Respirometrische Untersuchungen an den induzierbaren LLC-PK1-Zellen zeigten jedoch 
eine reduzierte Aktivität der oxidativen Phosphorylierung und ein vermindertes Anspre-
chen auf eine Stimulation der Atmungskette. Bei metabolischen Messungen kam es bei 
LLC-PK1mut-Zellen zu einem schnelleren Verbrauch der Glucosevorräte und einem 
schnelleren Anstieg der Laktatkonzentration im Zellmedium. Die offensichtliche Steige-
rung der anaeroben Glycolyse zur Energiebereitstellung lässt auf eine Beeinträchtigung 
des oxidativen Stoffwechsels schließen. Das frühere Sterben der LLC-PK1mut-Zellen im 
Vergleich zur LLC-PK1wt-Kontrollgruppe könnte mit der schnelleren und höheren Akkumu-
lation von Laktat und dem dadurch verursachten pH-Abfall durch die anaerobe Glykolyse 
zusammenhängen bzw. durch eine Anhäufung reaktiver Sauerstoffradikale entstehen 
(Broeker, 2011). 
Die Beeinträchtigung der oxidativen Phosphorylierung der LLC-PK1mut–Zellen lässt auf 
das Vorhandensein einer mitochondriale Funktionsstörung durch die falsche Lokalisation 
von EHHADHmut schließen. Der genaue Mechanismus ist jedoch noch nicht ausreichend 
geklärt. 
Da sehr wahrscheinlich nicht das Fehlen, sondern sehr viel mehr das Maltargeting von 
EHHADHmut für die Krankheitsentstehung von Bedeutung ist, ist begonnen worden, eine 
EHHADHmut-Knockin-Maus herzustellen, die die menschliche Erkrankung simulieren soll. 
Die L-PBE-/--Maus scheint als Modell nicht geeignet.  
Die identische intrazelluläre Lokalisation von humanem und mausspezifischem 
EHHADHwt bzw. EHHADHmut wurde bereits in dieser Arbeit am HEK-Zellmodell überprüft. 
Inwieweit die histologischen und funktionellen Daten aus den in vitro Versuchen und 
Tiermodellen auch Gültigkeit für die menschliche Pathophysiologie haben, ist noch nicht 
vorherzusagen. Die in dieser Arbeit angefertigten Fluoreszenzfärbungen der humanen 
Niere mit Anti-EPS haben gezeigt, dass EHHADH auch beim Menschen in den 




der humanen Niere eine bedeutendere Rolle zu spielen als in der Mausniere, da es hier 
nicht nur im spätproximalen S3-Segment, sondern im gesamten proximalen Tubulus 
exprimiert wird. Der Vergleich von Ausscheidungsprofilen von Fanconi-Syndrom-
Patienten und EHHADHmut-Knockin-Mäusen könnte ein erster Anhaltspunkt dafür sein, ob 






Das renale Fanconi-Syndrom (Debré-de-Toni-Fanconi-Syndrom) beschreibt generell eine 
Funktionsstörung des proximalen Nierentubulus mit charakteristischen Symptomen wie 
Glukosurie, Aminoazidurie und Proteinurie. Die Erkrankung kann autosomal-dominant, 
autosomal-rezessiv oder x-chromosomal (Tolaymat et al., 1992; Monnens et al., 2008) 
auftreten, wobei auch mitochondriale Funktionsstörungen in der Pathogenese eine wichti-
ge Rolle spielen (Wang et al., 2000). Oft ist das renale Fanconi-Syndrom sogar die erste 
Manifestationsform einer mitochondrialen Zytopathie (Wendel et al., 1995), da der proxi-
male Tubulus als Hauptresorptionsort der Niere in hohem Maße auf eine adäquate 
Energiebereitsstellung in Form von ATP angewiesen ist. Diese wird zu mehr als 95% 
durch oxidative Phosphorylierung gedeckt (Epstein, 1997; Balaban et al., 1980).  
Bei der genetischen Untersuchung einer bereits 1991 durch Tolaymat et. al. klinisch be-
schriebenen afroamerikanischen Familie mit dominant vererbtem Fanconi-Syndrom 
(Tolaymat et al., 1992) entdeckte Prof. Robert Kleta (Institut für Nephrologie am University 
College London) eine N-terminale Mutation im EHHADH-Gen (L-PBE-Gen). EHHADH 
(Enoyl-CoA-Hydratase/3-Hydroxyacyl-CoA-Dehydrogenase) bezeichnet ein bifunktionales 
Enzym der β-Oxidation und ist physiologischerweise in den Peroxisomen der Zelle lokali-
siert.  
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass EHHADH sowohl in der humanen als auch in 
der Mausniere im proximalen Tubulus lokalisiert ist.  
Die Mutation führte im Zellmodell zu einer Fehllokalisation von EHHADHmut in die Mito-
chondrien, so dass als Pathomechanismus eine mitochondriale Schädigung durch 
EHHADHmut als Ursache für die Transportstörungen im proximalen Tubulus vermutet wur-
de. Elektronenmikroskopische Untersuchungen von transient mit EHHADHmut 
transfizierten Zellen ergaben jedoch keine ausreichenden Hinweise auf eine 
mitochondriale Zytopathie.  
L-PBE-/--Mäuse, die kein EHHADH exprimierten, zeigten im Vergleich zum Wildtyp (L-
PBE+/+) bzw. den heterozygoten L-PBE+/--Mäusen weder im Erscheinungsbild noch bei 
Urinuntersuchungen phänotypische Veränderungen im Sinne eines Fanconi-Syndroms. 
Es konnten weder Skelettveränderungen noch das typische Ausscheidungsprofil mit 
Aminoazidurie und Glucosurie nachgewiesen werden. Messungen von Metaboliten des 
Energiestoffwechsels („metabolic fingerprinting“) zeigten ebenfalls keine Unterschiede 
zwischen L-PBE-/--Mäusen und der Kontrollgruppe bestehend aus L-PBE+/+- und L-PBE+/--
Mäusen, insbesondere keine Hinweise auf eine mitochondriale Funktionsstörung bei den 
L-PBE-/--Tieren. Somit scheidet eine Haploinsuffizienz als genetischer Pathomechanismus 




Gen über ein Maltargeting des Proteins in die Mitochondrien zur Entstehung eines 
Fanconi-Syndroms führt. Mitochondriale Defekte sind als Ursachen anderer Formen des 
Fanconi-Syndroms bereits vielfach beschrieben (Wang et al., 2000; Niaudet, 1998; 
Niaudet et al., 1994; Debray et al., 2008). Jedoch ist der kausale Zusammenhang zwi-
schen der Fehllokalisation von EHHADHmut und der Entstehung einer mitochondrialen 
Zytopathie noch nicht eindeutig belegt und muss erst durch weitere Untersuchungen v.a. 
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Aqua dest. destilliertes Wasser 
ATP Adenosintriphosphat 
bp Basenpaare 
BSA Bovines Serum Albumin 
cDNA complementary DANN 
CTP Cytidintriphosphat 
Da Dalton 
DNA  Desoxyribonukleinsäure 
D-PBE D-peroxisomal bifunctional enzyme 
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure 
EHHADH Enoyl–CoA–Hydratase/3–Hydroxyacyl–CoA–Dehydrogenase 
ES embryonale Stammzellen  
FAD Flavin-Adenin-Dinukleotid 
GC-MS Gaschromatographie-Massenspektrometrie 
GFR glomeruläre Filtrationsrate 
GTP Guanosintriphosphat 
kb Kilobasen 
L-PBE L-peroxisomal bifunctional enzyme 
mRNA messenger RNA 
mtDNA mitochondriale DNA 
NAD Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid 
PBS phosphatgepufferte Salzlösung 
PCR polymerase chain reaction (Polymerase-Kettenreaktion) 
PFA Paraformaldehyd 
PPAR peroxisome proliferator activated receptor  
Q Ubiquinon 
RNA Ribonukleinsäure 
RR Riva Rocci (Blutdruck) 
rRNA ribosomale RNA 
RT Raumtemperatur 
SDS sodium dodecyl sulfate (Natriumdodecylsulfat) 
tRNA Transfer - RNA 
UTP Uridintriphosphat 
V. / Vv. Vena / Venae 
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